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I. Le cil primaire : une antenne sensorielle à la surface cellulaire 
1. Composition du cil primaire 
A. Ultrastructure  
 
Chez les mammifères, il existe deux grandes catégories de cils : le cil primaire (ou cil 
unique) et les cils motiles. Le cil primaire, généralement immobile, est localisé à la surface de la 
quasi-totalité des cellules en quiescence telles que les cellules épithéliales de la rétine, du foie, 
des tubules rénaux, les cellules endothéliales, musculaires, les chondrocytes, les neurones. Il est 
doté de fonctions sensorielles. A l’inverse des cils primaires qui ne sont présents qu’en une copie 
unique, les cils motiles sont plus d’une centaine à recouvrir la surface des cellules épithéliales 
bronchiques, de l’épendyme tapissant les ventricules cérébraux ou encore des trompes de 
Fallope. Ils sont capables grâce à leur battement coordonné de générer un mouvement de fluide 
afin de permettre respectivement l’évacuation du mucus, la circulation du liquide 
céphalorachidien, ou encore le mouvement des ovocytes (Figure 1).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Le cil constitue un compartiment cellulaire bien individualisé, séparé du reste de la 
cellule. Qu’il soit motile ou sensoriel (unique), sa structure est extrêmement bien conservée. De 
structure cylindrique, il est constitué de trois parties distinctes : le corps basal (dérivé du 
centriole père) ancré à la membrane plasmique, l’axonème formant une projection externe à la 
cellule entouré de sa propre membrane et la zone de transition, se situant entre le corps basal 
et l’axonème. Le cil primaire est souvent partiellement externalisé, une poche ciliaire créée par 
une invagination membranaire est observée à proximité du corps basal (Figure 2).  
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
L’axonème des cils primaires est composé de 9 doublets périphériques de microtubules 
(structure axonémale dite en « 9+0 »). Celui des cils mobiles est pourvu d’une paire centrale 
Figure 1 : Image de gauche : cil 
primaire présent au niveau du nœud 
nodal chez la souris.  
Image de droite : cils motiles des 
cellules multiciliées de trachée chez la 
souris. Photos extraites de Ishikawa & 
Marshall (2011). 
 
 
Figure 2: Microscopie électronique du 
cil primaire dans les cellules hTERT-
RPE1 Photo extraite de Molla-Herman 
et al. (2010). 
 
axonème
corps basal
poche ciliaire
zone de transition
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supplémentaire de singulets de microtubules (structure axonémale dite en « 9+2 »). La présence 
de bras de dynéine entre les doublets de microtubules est nécessaire pour générer le 
mouvement des cils mobiles. 
Il existe des exceptions à cette classification basée sur la structure axonémale des cils. A 
titre d’exemple, les cils du nœud embryonnaire de Hensen sont mobiles et déterminent de part 
leur battement coordonné, la mise en place de l’asymétrie droite/gauche de l’embryon. Ils sont 
pourtant pourvus d’une paire centrale de microtubules et sont donc de type « 9+0 ». A l’inverse, 
les cils de la cochlée de l’oreille interne appelés kinocils sont immobiles et pourtant de structure 
« 9+2 ». La composition microtubulaire de la pointe du cil se réduit en 9 singulets. Elle formerait 
une zone privilégiée pour la concentration de récepteurs ciliaires. 
L’axonème est recouvert d’une membrane qui est en continuité avec celle de la 
membrane plasmique mais distincte en terme de composition phospholipidique et protéique. 
Dans la plupart des cellules, le cil n’est pas complètement externalisé, il reste partiellement 
intracellulaire, logé au fond d’une invagination membranaire. Une poche ciliaire est formée et se 
trouve à proximité du corps basal (Figure 2). 
Le corps basal, formé de 9 triplets de microtubules périphériques, constitue la base du 
cil et sert de plateforme à la construction du cil. Ancré à la membrane plasmique, le corps basal 
provient de la maturation du centriole père, le centriole le plus âgé du centrosome. Le centriole 
immature ou centriole fils reste associé physiquement au centriole père et ces deux derniers 
sont reliés et entourés par une matrice péri-centriolaire (ou PCM : pericentriolar matrix). La 
différenciation du centriole père en corps basal a lieu pendant les phases précoces de la 
ciliogénèse dès lors que la cellule entre en phase G0. Durant cette étape, les appendices distaux 
et subdistaux - structures externes émanant de la périphérie du centriole père (au nombre de 9) 
- se spécialisent et se différencient grâce au recrutement de protéines afin d’apporter des 
fonctions spécifiques au corps basal lui permettant de former le cil. 
De façon plus détaillée, les fibres de transition, localisées au niveau de la partie distale du 
corps basal, dérivent des appendices distaux du centriole père et servent à connecter les 
microtubules les plus externes du corps basal à la membrane. Elles jouent également un rôle 
actif dans le tri des protéines provenant du cytoplasme pouvant accéder à l’intérieur du cil et 
dans l’association de la vésicule ciliaire au corps basal (se référer au chapitre 2 pour plus de 
détails). 
Au niveau de la partie proximale du corps basal, les pieds basaux, provenant de la 
modification des appendices subdistaux du centriole père. Ils permettent l’ancrage des 
microtubules cytoplasmiques à la base du cil. Enfin, le corps basal de certains cils sensoriels 
comme les photorécepteurs ou encore des cils motiles peut être pourvu d’une racine striée, se 
situant dans le prolongement de sa partie proximale. Son rôle reste encore énigmatique mais 
cette structure ne semble pas essentielle à l’assemblage ni même à la fonction du cil. En 
revanche, dans certains cas, elle fournit le support mécanique au cil. 
 
Les fibres de transition marquent la frontière entre le corps basal et la zone de 
transition. Cette dernière se caractérise par la présence de projections en forme de Y 
connectant chacun des 9 doublets de la zone de transition à la membrane ciliaire avoisinante. 
Ces fibres organisent ainsi le « necklace » ou collier ciliaire, créant un site d’association fort 
entre les fibres et la membrane. 
La zone de transition associée aux fibres de transition, constitue une véritable barrière 
physique entre le cil et le cytoplasme empêchant le passage libre des vésicules entre les deux 
compartiments. Par ailleurs la zone de transition constitue une zone de plateforme des 
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particules IFT qui seront ensuite assemblées et transloquées dans l’axonème (Reiter et al. 2012; 
Garcia-Gonzalo et al. 2011). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3 : Schéma représentant la structure du cil primaire et des cils motiles. 
En haut : Vue longitudinale du cil primaire constitué de trois parties principales structurellement différentes : 
le corps basal ancré au niveau de la membrane plasmique, la zone de transition et l’axonème.  
En bas : Coupes transversales des différentes parties du cil selon s’il est motile ou primaire. 
Figure extraite de Jana et al. (2014) 
 
B. Système de transport intraflagellaire  
 
Le cil primaire est une organelle dynamique et transitoire, capable de s’assembler lors de 
l’entrée des cellules en quiescence mais aussi de se résorber suite à différents stimuli pouvant 
provenir de signaux mitogènes ordonnant à la cellule d’entrer en mitose. Un mécanisme doit 
donc être mis en place pour assurer ces processus d’assemblage et de désassemblage du cil, 
nécessaires au bon fonctionnement cellulaire. 
 
a. Les particules IFT 
 
Le cil n’étant pas capable de synthétiser ses propres protéines, son élongation ainsi que 
son renouvellement protéique nécessitent l’import sélectif et le transport de protéines 
cytoplasmiques jusqu’au sommet du cil. Synthétisées dans le cytoplasme et une fois localisées à 
la base du cil, elles sont acheminées le long des microtubules de l’axonème par un transport actif 
appelé transport intraflagellaire (IFT : Intra Flagellar Transport). Ce transport actif, mis en 
évidence pour la première fois au niveau du flagelle de l’algue verte Chlamydomonas, permet le 
mouvement bidirectionnel de complexes multiprotéiques (nommées trains IFT) le long des 
doublets périphériques de l’axonème (Kozminski et al. 1995). Ce transport est catalysé par des 
protéines motrices et se fait - soit par la kinésine 2, de la base du cil vers l’extrémité distale du cil 
(transport antérograde) - soit par la dynéine 2 cytoplasmique, de la pointe du cil vers la base du 
cil (transport rétrograde).  
Les protéines composants ces IFT ont été identifiées et classées en deux sous complexes : 
 18
le complexe IFT-A (composé d’au moins 6 protéines connues) et le complexe IFT-B (composé 
d’au moins 14 protéines connues dont Ift20 et Ift88) (Figure 4). Le rôle des particules IFT ne se 
limite pas au transport intra-ciliaire. Lors de la croissance du cil, la membrane ciliaire se forme 
grâce à l’apport de membranes par des vésicules cytoplasmiques. Certaines protéines du 
complexe IFT-B, telles que Ift20 et Ift54 sont impliquées dans cette étape consistant en 
l’acheminement des vésicules membranaires de l'appareil de Golgi jusqu’à la membrane ciliaire 
(Follit et al. 2006; Ishikawa & Marshall 2011). D’autres protéines IFT localisées au niveau des 
fibres de transition interagissent fonctionnellement avec des composants de la zone de 
transition afin de charger les protéines cargos du cil nécessaires à la formation du cil (Ishikawa 
et al. 2005; Singla et al. 2010; Ishikawa & Marshall 2011). De plus, l’intégrité du système IFT est 
crucial pour assurer la régulation de la transduction de signaux à travers le cil (Goetz & 
Anderson 2010; Santos & Reiter 2008; Liem et al. 2012; Gerdes et al. 2009).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 4 : Transport intraflagellaire bidirectionnel composé de complexes multiprotéiques associés à des 
moteurs moléculaires. Le complexe IFTB est associé à la kinésine-2 pour le transport antérograde er le 
complexe IFTA avec la dynéine-2 pour le transport rétrograde. Implication de Ift20 dans le transport de 
vésicules cytoplasmiques de l’appareil de Golgi jusqu’à la base du cil. Figure extraite de Gerdes et al. (2009). 
 
 
Le système IFT assure donc l’assemblage et la résorption du cil (initié par un 
engagement des cellules en mitose par exemple) mais aussi le maintien de l’intégrité et de la 
longueur du cil. En effet, pour que le cil ait une fonction optimale, qu’elle soit motrice ou 
sensorielle, sa longueur doit rester constante une fois la croissance du cil achevée. De fait, un 
état d’équilibre entre l’assemblage et le désassemblage des sous unités de tubuline incorporées 
ou dissociées au niveau de la pointe cil doit être assuré. Ainsi, le système IFT reste actif et 
dynamique et régule la longueur du cil. Par exemple, la taille des cils motiles doit être 
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parfaitement adaptée à leur fonction motrice (ni trop longue, ni trop courte) afin de produire un 
type de battement défini et générer un mouvement de flux optimal. Concernant les cils 
sensoriels, ceci paraît moins clair mais il a été montré qu’une variation dans la longueur du cil 
pouvait affecter la fonction intrinsèque du cil, du fait d’une variation dans la concentration et de 
la distribution des composants ciliaires (Ishikawa & Marshall 2011). 
 
b. Les protéines accessoires du complexe IFT 
 
D’autres protéines accessoires du complexe IFT ont été identifiées pour leur rôle dans le 
transport intraflagellaire. C’est le cas de la protéine TULP3 (Tubby like protein 3). En 
interagissant directement avec le complexe IFT-A, elle permet la localisation de certains 
récepteurs couplés aux protéines G (GPCRs) au niveau de la membrane ciliaire (Mukhopadhyay 
et al. 2010). Par ailleurs, plusieurs études ont révélé l’association de certaines protéines du 
complexe multi-protéique BBSome avec les particules IFT (se référer au chapitre 2). Le BBSome, 
impliqué classiquement dans le trafic de vésicules jusqu’à la base ciliaire, contrôle aussi 
l’assemblage des particules IFT à la fois à la base et à la pointe du cil, et coordonne les particules 
IFT et les protéines motrices pour garantir un transport antérograde optimal. (Wei, Zhang, Ling, 
Hu 2012, Blacque 2004, Williams, Norris, Pei, Martens 2012).  
 
2. Les multiples fonctions exercées par le cil primaire 
 
Considéré depuis plus de cent ans comme un vestige ou comme une excroissance 
cellulaire insignifiante, le cil est depuis une quinzaine d’années sous les projecteurs et suscite un 
grand intérêt scientifique depuis notamment la découverte de l’implication du cil primaire dans 
le développement rénal (Gregory J Pazour et al. 2000).  
Nous savons à présent que le cil primaire représente une véritable antenne cellulaire. Il 
est ancré à la surface de quasiment toutes les cellules de mammifères différenciées. En contact 
avec l’environnement extracellulaire, les nombreux récepteurs, canaux transmembranaires et 
autres molécules, concentrés sur la membrane des cils primaires captent les signaux de 
l’environnement extérieur pour les transmettre à l’intérieur de la cellule en initiant des cascades 
de signalisation. Le cil primaire est ainsi impliqué dans le développement embryonnaire et joue 
un rôle crucial dans de grandes fonctions cellulaires comme la régulation de la prolifération, la 
différenciation, la migration cellulaire, la transcription, la morphologie des tissus, l’organisation 
de la polarité etc. (Ezratty et al. 2011; Schneider et al. 2005; Tummala et al. 2010; Plotnikova et 
al. 2008; Blitzer et al. 2011).  
Selon le type cellulaire, le cil a une fonction dédiée afin de répondre à un besoin 
spécifique inhérent à l’organe ou au tissu dans lequel il se trouve. La variété de formes, de 
longueurs et de compositions que l’on peut observer dans différents tissus témoigne de 
l’adaptation de la cellule à former un cil dédié, regroupant des récepteurs capables de réagir à 
différents types de stimuli. En effet, chez tous les mammifères, le cil primaire est une organelle 
sensorielle qui peut être dotée de capacité de mécanosensation, de chimiosensation et/ou de 
perception (lumière, odeurs, son).  
Le cil est également au coeur de grandes voies de signalisation, jouant un rôle clé dans le 
développement et l’homéostasie tissulaire comme la voie Sonic Hedghehog (Shh), la voie Wnt / 
PCP (Planar Cell Polarity), PDGF. La liste des voies de signalisation modulée par le cil ne cesse de 
grandir. La voie Hippo, basée sur l’implication de kinases contrôlant la taille des organes et la 
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prolifération est régulée par une protéine ciliaire. D’autre part, des processus cellulaires comme 
la transition épithéliale mésenchymateuse, la différenciation des progéniteurs dans l’épiderme 
via Notch ou encore l’autophagie dépendent de la fonction du cil (Ezratty et al. 2011; Egorova et 
al. 2011; Pampliega et al. 2013). 
 
Les membres de la famille Hedgehog contrôlent plusieurs étapes clés de l’embryogénèse 
comme la fermeture du tube neural, l’asymétrie droite/gauche, l’organisation du système 
nerveux, la formation des membres et des doigts. A l ‘état adulte, cette voie reste importante 
pour l’homéostasie des tissus et la prolifération cellulaire. 
En 2003, Huangfu et collaborateurs font la découverte majeure de l’existence d’une 
connexion entre la voie Hedgehog et le système IFT du cil primaire, suite à un crible génétique 
avec des souris visant à observer le modelage des organes lors du développement 
embryonnaire. Ils identifient alors plusieurs mutants montrant notamment une anomalie de la 
fermeture du tube neural, conséquence d’une altération de la voie Hh. De façon inattendue, des 
gènes défectueux dans ces mutants codent des composants de la machinerie IFT, protéines 
essentielles à la formation du cil (Ift88, Ift172 et Kif3a) (Huangfu et al. 2003; Huangfu & 
Anderson 2005)(Huangfu et al. 2003; Huangfu & Anderson 2005). Des études ultérieures 
révèlent que le système IFT fait transiter le long de l’axonème et concentre de façon dynamique, 
les composants requis pour la réception et la transduction de l’activité de signalisation de la voie 
Hh (Michaud & Yoder 2006).    
De façon plus détaillée, Shh est un ligand dédié à un récepteur membranaire ciliaire 
appelé Patched1 (Ptch1). En absence du ligand Shh, Ptch1 est localisé à la membrane ciliaire et 
maintient Smoothened (Smo) dans un état inactif.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5 : Modèle simplifié 
illustrant la régulation de la voie 
Hh par le cil primaire chez les 
mammifères. 
En absence de Hh (partie gauche), 
la protéine Gli est convertie sous sa 
forme de répresseur (GliR). D’autre 
part, Ptch1 est localisé à la 
membrane ciliaire alors que Smo 
est à l’extérieur du compartiment 
ciliaire. 
En présence de Hh (Partie droite), 
Gli est converti en activateur (GliA) 
pour être ensuite transloqué dans 
le noyau et activer l’expression de 
gènes cibles de Hh. Par ailleurs, 
Ptch1 s’extrait du compartiment 
ciliaire alors que Smo se déplace 
vers le cil pour activer la formation 
de l’état activateur de Gli (GliA). 
Figure extraite de Hassounah et al. 
(2012). 
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Dans cette situation, le facteur de transcription nommé Gli3 subit des modifications post-
traductionnelles ainsi qu’un clivage protéolytique et se comporte ainsi comme un répresseur 
transcriptionnel (Gli3R). En présence du ligand Shh, la répression de Smo effectuée par Ptch1 est 
levée, induisant une relocalisation de Ptch1 à l’extérieur du cil et une migration et une 
concentration de Smo dans l’axonème. Le clivage protéolytique de Gli3 est inhibée et les 
protéines Gli subissent à leur tour une modification post-traductionnelle stimulant leur activité 
transcriptionnelle (GliA). Ces Gli activées vont par la suite entrer dans le noyau pour activer 
l’expression des gènes cibles de la voie Shh (Figure 5). 
 
3. Contrôle transcriptionnel de gènes régulant la ciliogénèse 
 
 De même ultrastructure (le corps basal, zone de transition, l’axonème), les cils au sein 
même d’un même organisme se présentent pourtant sous différentes formes, tailles, peuvent 
être motiles ou immobiles, de structure axonémale « 9+0 » ou 9+2 », uniques ou multiples. 
Chaque groupe de cils est donc inhérent et adapté à la fonction biologique qu’il exerce, du 
générateur de mouvement de fluide aux fonctions sensorielles, en passant par la fertilité et la 
reproduction pour les cellules multiciliées. Par ailleurs, ces organelles sont complexes étant 
donné les centaines de composants requis pour l’assemblage de leur structure et leur fonction. 
On peut alors se demander quels sont les mécanismes développés par la cellule pour assurer la 
genèse de tous des sous-types de cils dans un temps restreint et spécifique à un tissu donné. La 
régulation de la transcription est un des mécanismes. 
A ce titre, il a été identifié deux familles de facteurs de transcription FoxJ1 (Forkhead 
box J1) et RFX (regulatory factor X) agissant dans le contrôle de l’expression de protéines 
spécifiques du cil, et par voie de conséquence, modulant le processus de ciliogénèse. FoxJ1 est 
spécifique de la formation du cil motile chez les vertébrés (poisson zèbre, xénope et souris) et 
régule de nombreux gènes structuraux de l’axonème impliqués dans la motilité. Quant à RFX, 
son rôle est plus étendu puisqu’il régule aussi bien l’assemblage des cils motiles qu’immobiles, 
de C. elegans aux mammifères. Ce facteur module le transport IFT en régulant à la fois 
l’expression de composants IFT-B, celle des protéines du BBSome coordonnant les particules IFT 
ainsi que celle des moteurs du transport rétrograde. Il contrôle également l’expression de 
quelques composants de la zone de transition (B9d1, B9d2, Tmem67/meckeline,  Nphp1, 
Nphp4) (Thomas et al. 2010; Choksi et al. 2014). 
 
Comment la cellule décide t-elle de pousser à la surface d’un épithélium rénal  un cil 
primaire sensible au flux urinaire plutôt qu’une panoplie de cils motiles inappropriés à la 
signalisation rénale? L’activation de gènes cibles déterminée pour la spécification de différents 
types de cils résulterait à la fois de la modification de ces programmes génétiques 
transcriptionnels par des facteurs de transcription spécifiques d’un type cellulaire donné et des 
voies de signalisation telles que Shh, NOTO, Wnt, FGF (Fibroblast Growth Factor). Par exemple, 
chez les mammifères, le facteur de transcription HNF1β (hepatocyte nuclear factor 1β) a été 
caractérisé pour sa fonction de régulateur d’expression de gènes codant pour PKHD1 (polycystic 
kidney and hepatic disease 1) et PKD2 (polycystic kidney 2) suggérant son implication 
uniquement lors de la ciliogénèse au niveau de l’épithélium rénal (Thomas et al. 2010; Choksi et 
al. 2014).  
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D’autre part, de nombreuses voies de signalisation ont été décrites pour réguler FoxJ1 et 
RFX. A titre d’exemple, FoxJ1 serait sous le contrôle de Shh, NOTCH et NOTO (Notochord 
homeobox), cela dans différentes espèces et modèles cellulaires. 
Par ailleurs, l’intervention de mécanismes de régulation post-transcriptionnels peut 
aussi expliquer la diversité des cils et leur spécification. Sont concernés notamment les 
modifications post-traductionnelles des composants ciliaires incluant la glutamylation, 
l’acétylation de la tubuline, et l’action des micro-ARN. Chez l’Homme et la souris, une mutation 
du miR-96 dans les cellules ciliées de l’oreille interne entraine une déficience auditive, un des 
gènes cibles étant Odf2, une protéine du corps basal impliquée dans la formation du cil. Deux 
récentes publications révèlent le rôle de deux micro-ARN, miR-34/449 et miR-129-3p dans 
l’initiation de la ciliogénèse, elle même synchronisée avec le cycle cellulaire. Tous deux 
répriment CP110, une protéine centriolaire impliquée dans le blocage du programme 
ciliogénique favorisant ainsi la maturation du centriole père en corps basal (Song et al. 2014; 
Cao et al. 2012). Ces études représentent un premier pas vers la compréhension des évènements 
géniques responsables de l’initiation de la ciliogénèse. 
 
Tous ces exemples illustrent l’existence d’un contrôle subtil de l’expression génique lors 
de la ciliogénèse pouvant faire intervenir différents mécanismes complexes. Il reste beaucoup à 
découvrir à ce sujet car comprendre les mécanismes de régulation génique est une question 
importante dans le contexte de développement des organismes ciliés. 
 
4. Les ciliopathies 
 
Le cil primaire étant omniprésent et exerçant des fonctions cellulaires diverses et 
spécifiques durant le développement et l’homéostasie du tissu, il n’est pas surprenant de voir 
apparaître un nombre de plus en plus important de pathologies très invalidantes liées à une 
atteinte du cil et/ou du corps basal, regroupées sous le terme de ciliopathies.  
La dyskinésie ciliaire primitive (ou syndrome de Kartagener) est la première ciliopathie 
mise en évidence en 1976 (Afzelius 1976). Elle est causée par des défauts de motilité des cils 
motiles et associe infertilité, bronchite chronique et défaut de la latéralité droite/gauche (situs 
inversus).  
C’est en 2000 que G.J Pazour démontre que la formation de kystes rénaux (polykystose 
rénale) est associée à une absence de cil primaire. Cette découverte fait suite à l’étude de la 
souris mutante orpk (Oak Ridge Polycystic Kidney) dans laquelle le gène codant la protéine Ift88 
(aussi appelée tg737) est muté, entrainant un désassemblage du cil (Gregory J Pazour et al. 
2000). Depuis, d’autres ciliopathies causées par des mutations de gènes codant des protéines 
impliquées dans la fonction ou la structure du cil  et/ou du corps basal ont été mises en évidence 
(Novarino et al. 2011; Fliegauf et al. 2007; Nigg & Raff 2009; Goetz & Anderson 2010). Le rôle 
joué par le complexe corps basal/cil dans l’homéostasie des tissus et dans les processus 
développementaux explique la multitude d’organes touchés par les ciliopathies : le rein, le foie, 
les os, la rétine, le cerveau, le pancréas etc. Les signes cliniques les plus fréquents sont les 
polykystoses rénales et hépatiques, un nombre anormale de doigts (polydactylie), une 
malformation du squelette (dysplasie osseuse), une dégénérescence de la rétine, un retard 
mental (Figure 6) (Goetz & Anderson 2010). 
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Figure 6 : Les ciliopathies : maladies pléiotropiques 
Schéma représentant la diversité des organes atteints par un dysfonctionnement du cil primaire ou motile. 
La dérégulation de la voie Hh induite par un dysfonctionnement du cil primaire entraine en général des 
défauts squelettiques comme la polydactylie chez les patients de Bardet-Biedl et syndrome de Meckel, une 
dystrophie des côtes associées à une étroitesse thoracique dans le syndrome de Jeune ou encore un défaut des 
structure cranio faciales (encéphalocèle) dans le syndrome de Meckel.   
Figure extraite de Goetz & Anderson (2010). 
 
 
 
 
A ce jour, plusieurs dizaines de ciliopathies provoquées par un défaut de cil primaire ont 
été décrites (les plus connues sont la polykystose rénale, le syndrome de Joubert, de Meckel ou 
encore de Bardet-Biedl). Elles se caractérisent par un spectre clinique très complexe et 
d’importants chevauchements phénotypiques (Figure 7) (Gerdes et al. 2009; Novarino et al. 
2011).  
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Figure 7 : Exemple de chevauchements phénotypiques entre différentes ciliopathies 
BBS : Bardet-Biedl syndrome; JBTS : Joubert syndrome; LCA : Leber congenital amaurosis; MKS : Meckel 
syndrome; NPHP : nephronophthisis; OFD :Orofaciodigital syndrome; SLS : Senior Loken syndrome. Figure 
extraite de Novarino et al. (2011). 
 
Des mutations d’un gène peuvent être responsables de différents types de ciliopathies. A 
l’inverse, une ciliopathie résulte très souvent de mutations dans différents gènes.  
La survenue de ciliopathie peut s’expliquer par la mutation d’un groupe de gènes 
intervenant dans la structure ou la fonction du cil. Elles peuvent aussi être la conséquence d’un 
défaut dans la progression de la ciliogénèse (décrite dans le chapitre 2). La ciliogénèse requiert 
une succession d’évènements coordonnés dans le temps et dans l’espace que sont la maturation 
du centriole père en corps basal (comprenant les étapes de migration du corps basal à la 
membrane apicale, l’ancrage du corps basal), l’élongation du cil. Une fois formé, le cil doit être 
convenablement orienté et contenir les composants ciliaires adaptés. Un défaut dans chacune de 
ces étapes aura pour conséquence une perturbation de différents aspects de la fonction ciliaire 
et donc l’apparition d’un type de ciliopathie (Figure 8).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8 : Schéma illustrant les conséquences de différents défauts lors de la ciliogénèse sur l’apparition de 
ciliopathies.  
Cas1 : les centrioles sont intègres mais ne peuvent pas migrer à la surface apicale.  Cela semble être une des 
conséquences de la perte de deux protéines, meckeline et MKS1 associées au syndrome de Meckel-Grubert. 
Cas2 : les centrioles présentent un défaut de structure et sont donc dans l’incapacité d’initier l’assemblage 
d’un cil intègre. Cela semble être le cas lors de mutation de la protéine péricentrine associée au syndrome 
Seckel notamment. Cas3 : l’assemblage du cil est perturbé lorsque par exemple le système IFT est défectif ou 
lorsque l’assemblage de la membrane ciliaire est inhibée. Cas4 : défaut de localisation ou de fonction de 
protéines de la membrane ciliaire. Cela est caractéristique des maladies polykystiques rénales. Cas5 : 
mauvaise orientation du qui pourra avoir des conséquences sur le battement des cils motiles mais aussi sur la 
génération du flux nodal lors de l’embryogénèse. Figure extraite de Nigg & Raff (2009). 
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5. Acteur dans l’équilibre prolifération-différenciation 
 
La formation du cil primaire et la progression du cycle cellulaire sont étroitement liées. 
En effet, le cil primaire est une structure post mitotique qui se forme uniquement lorsque les 
cellules sortent du cycle cellulaire et entrent en G0/G1. Cependant, sa présence à la surface 
membranaire n’est pas définitive car le cil est désassemblé avant l’entrée des cellules en mitose 
(sauf quelques exceptions). En effet, pour des raisons de fonction, le corps basal (ou 
centrosome) requis pour ancrer et former le cil en interphase doit pouvoir se libérer et se 
détacher du cil afin d’organiser le fuseau mitotique (Pan & Snell 2007). 
La question posée ici est : comment est régulée la résorption du cil ou son maintien ? 
Nous verrons dans la partie suivante non seulement les protéines du cycle orchestrent la 
ciliation ou la déciliation, mais aussi certaines protéines ciliaires peuvent également influencer 
la progression du cycle cellulaire. 
 
A. Coordination de la ciliogénèse et de la duplication du centrosome avec le cycle cellulaire 
 
La duplication des centrioles et la division cellulaire sont deux étapes synchronisées. 
Durant la ciliogénèse, le centriole père s’ancre au cortex cellulaire et sert de base à nucléation 
des microtubules pour la formation du cil. En revanche, le centriole fils, encore immature et 
incomplet ne forme pas de cil mais reste associé au centriole père depuis la précédente division. 
Durant la réplication de l’ADN lors de la transition G1/S, chacun des centrioles père et fils se 
duplique pour former un nouveau centriole fils. Avant la mitose, le cil est résorbé, il se 
désassemble permettant à chaque nouvelle paire formée de centrioles de se détacher du cortex 
pour devenir un centre organisateur de microtubules ou centrosome. Chaque centrosome se 
dirige ensuite vers les deux pôles du fuseau mitotiques où ils organisent et positionnent le 
fuseau dit « bipolaire ». Durant la mitose, les deux paires de centrioles sont séparées par le 
fuseau mitotique de telle façon que chaque cellule fille hérite d’une paire de centrioles 
constituant un centrosome. Suite à l’entrée des cellules en phase G0/G1, le cil pourra ensuite 
être formé à nouveau dans chacune des deux cellules filles à partir de chaque centriole père 
(centriole mature) (Figure 9). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9 : Dynamique du centrosome et du cil 
primaire précisément synchronisée avec celle du 
cycle cellulaire. Figure extraite de Ishikawa & 
Marshall (2011). 
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Ainsi les processus d’élongation et de résorption du cil ainsi que la duplication des 
centrosomes et le cycle cellulaire doivent être hautement régulées et contrôlées. A l’instar des 
chromosomes, les centrosomes doivent se dupliquer une fois et une seule fois par cycle 
cellulaire. Un défaut dans ce processus peut causer de graves conséquences pour la cellule, telle 
que la formation de fuseaux mitotiques multipolaires, et une ségrégation anormale des 
chromosomes (Scheer 2014). Une amplification du nombre de centrosomes (mais ne formant au 
final que deux pôles mitotiques) pourrait expliquer l’aneuploïdie dans les cas de cancers. Dans 
certaines ciliopathies comme les polykystoses, ou syndrome de Meckel, il est observé un nombre 
anormal de centrosomes (ou « extra-centrosomes ») et entrainant l’apparition de multiples cils à 
la surface d’une seule cellule rénale (ou « extra-cils »). La présence de ces extra-cils réduit la 
concentration des molécules de signalisation au niveau de la membrane ciliaire en les 
répartissant dans chacun des cils présents affectant ainsi la capacité du cil à répondre aux 
signaux extérieurs (Figure 10) (Mahjoub & Stearns 2012).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 10 : Schéma illustrant le dysfonctionnement du cil engendré soit par une mutation d’un gène codant 
une protéine impliquée dans la structure ou la fonction du cil (ciliopathie) soit par la présence de cils 
surnuméraires diluant les composants responsables de la signalisation ciliaire. Figure extraite de Mahjoub & 
Stearns (2012). 
 
 
B. Régulation réciproque entre ciliogénèse et cycle cellulaire 
 
Une relation évidente existe entre la ciliogénèse et cycle cellulaire. Cependant, on peut se 
demander qui contrôle qui. Est-ce la machinerie du cycle cellulaire qui déclenche la 
formation/résorption du cil ? Au contraire, est-ce le cil qui envoie des signaux pour réguler la 
progression cellulaire ? Nous verrons à travers quelques exemples ci-dessous qu’il existe une 
réelle réciprocité régulatrice entre ces deux processus. 
 
a. Des protéines du cycle cellulaire contrôlent la ciliogénèse 
 
Il est désormais établi que le désassemblage du cil est déclenché par plusieurs protéines 
du cycle telles que la kinase AuroraA, une ubiquitine ligase APC (anaphase promoting complex) 
et une protéine de la famille NIMA (Never-In-Mitosis A) nommée Nek2.  
De façon intéressante, deux d’entre elles - AuroraA et APC - contribuent à la stabilité des 
microtubules de l’axonème (acétylation et ubiquitylation respectivement). En effet, la tubuline 
de l’axonème est sujette à de nombreuses modifications post-traductionnelles (acétylation, 
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polyglutamylation, détyrosination, polyubiquitylation, glycylation etc.), ce qui détermine la 
stabilité et les propriétés biochimiques de ce dernier. A ce titre, un changement de stabilité des 
microtubules ciliaires peut, dans une grande majorité des cas, engendrer une résorption 
complète du cil (Pedersen & Rosenbaum 2008). Les travaux de Pugacheva ont rapporté que la 
kinase centrosomale AuroraA dont l’activité est de réguler l’entrée en mitose à travers 
l’activation de la kinase cycline B1-Cdk1 et HEF1 (Enhancer of Filamentation 1), une protéine 
des adhésions focales, sont nécessaires au désassemblage du cil (Pugacheva et al. 2007). Dès 
l’induction de la résorption du cil par des facteurs de croissance dans les cellules quiescentes, 
HEF1 phosphoryle et active AuroraA au corps basal. A son tour, AuroraA activée, phosphoryle et 
active l’histone déacétylase HDAC6. A son tour, HDAC6 déacétyle les microtubules de l’axonème, 
provoquant une résorption instantanée de l’axonème (Figure 11).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 11 : contrôle de la ciliogénèse par des protéines du cycle cellulaire 
A/ localisation de HEF1 et AuroraA au niveau des corps basaux des cellules ciliées 
B/ la présence des facteurs de croissance active HEF1 qui phosphoryle et active AuroraA qui à son tour 
phosphoryle HDAC6, une histone déacétylase causant la résorption du cil. 
Figure extraite de Pugacheva et al. (2007). 
 
 
Outre la déacétylation provoquée par HDAC6 suite à l’activation de AuroraA, 
l’ubiquitylation constitue une autre modification post-traductionnelle recensée pendant la 
résorption du cil. L’ubiquitylation est un processus impliqué dans le contrôle du cycle cellulaire. 
Une augmentation du niveau de protéines sujettes à l’ubiquitylation dans le flagelle de 
Chlamydomonas serait corrélée à la résorption de ce dernier (Huang et al. 2009). Depuis, 
d’autres études ont révélé la co-localisation au corps basal de cellules épithéliales humaines, de 
APC et de son co-activateur cdc20. Ces deux protéines ont deux fonctions principales: elles 
maintiennent la longueur optimale du cil dans les cellules quiescentes et sont requises pour la 
résorption du cil après la stimulation en sérum (Wang et al. 2014).  
Trois kinases Neks, initialement impliquées dans l’entrée mitotique ont été observées au 
corps basal : Nek1, Nek2 et Nek8 et contribuent de façon différente au processus ciliogénique 
(Fry et al. 2012). Nek2 a été très récemment identifiée pour sa fonction dans le désassemblage 
du cil. Elle cible Kif24, une kinésine, colocalisant avec une protéine centrosomale CP110 (Wang 
et al. 2014; White & Quarmby 2008). L’inhibition de Kif24 active la ciliogénèse anormale dans 
les cellules cyclantes alors qu’à l’inverse, sa surexpression bloque la formation du cil dans les 
cellules quiescentes et résulte en une réorganisation spécifique des microtubules émanant du 
centriole père (ou corps basal). Par ailleurs, Kif24 est capable de stabiliser et de maintenir la 
protéine CP110 aux centrioles (S. Kim, Lee, Choi, Ringstad, & Dynlacht, 2015; J. Li et al., 2013).  
CP110, et sa partenaire Cep97, deux protéines centrosomales ont été identifiées comme 
inhibitrices des premières phases de la ciliogénèse au moment de la transformation du centriole 
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père en corps basal (Spektor et al. 2007). CP110 forme physiquement une coiffe aux bouts 
distaux des deux centrioles. De fait, CP110 agit structurellement en bloquant la croissance des 
microtubules émanant des deux centrioles et donc empêche l’initiation de la ciliogénèse afin 
d’éviter qu’elle ait lieu à n’importe quel moment du cycle cellulaire (Kleylein-Sohn et al. 2007). 
Ainsi, l’inhibition de CP110 ou de Cep97 engendre la formation d’un semblant de cil (ou d’un 
allongement du centriole père) dans les cellules en phase de prolifération. Réciproquement, la 
surexpression inhibe la ciliogénèse dans les cellules en quiescence suggérant leur rôle 
suppresseur dans le programme ciliogénique. En revanche, lorsque les cellules entrent en 
quiescence et débutent leur programme ciliogénique, CP110 et Cep97 sont extraites du centriole 
père permettant la transition du centriole père en corps basal. La localisation de CP110 au 
centrosome est régulée avec le cycle tout comme son niveau protéique. En effet, ce dernier chute 
durant les phases G2/M et G0/G1, conséquence d’un contrôle transcriptionnel, d’une 
ubiquitylation suivie d’une dégradation de CP110, d’un ciblage des ARNm par le miR-129-3p et 
d’une phosphorylation par CDK2 (cyclin-dependant kinase 2) (Tsang & Dynlacht 2013). Tous 
ces mécanismes ont pour but d’inhiber la fonction répressive de CP110 permettant ainsi 
l’engagement des cellules dans la ciliogénèse. 
D’autres mécanismes contrôlant l’inhibition de CP110 impliquant les protéines Cep83, 
ttbK2 (Tau tubulin kinase 2), Cep104, MARK4 (microtubule associated protein affinity 
regulating kinase 4) existent, mais ne sont pas inhérents au cycle cellulaire ; ils seront donc 
abordés dans le chapitre II. 
 
L’ensemble de ces exemples illustre la complexité de la régulation de 
l’assemblage/désassemblage du cil. Un jeu de régulations aussi bien positive que négative se met 
en place permettant une connexion entre le cil et la progression cellulaire. Ainsi, comme nous 
venons de le voir, des protéines associées au cycle peuvent influencer la capacité des cellules à 
pousser des cils ou à les résorber selon le contexte. A l’inverse, des protéines ciliaires peuvent 
directement perturber la durée du cycle cellulaire, la fidélité de la duplication des centrosomes 
ou encore la cytokinèse, indépendamment de leur rôle dans la structure ou la fonction ciliaire.   
 
b. Des protéines du cil ou du corps basal régulent la prolifération 
 
Des protéines ciliaires comme les polycystines 1 et 2 (PC1 et PC2) contribuent à la 
régulation du cycle cellulaire. Il a été montré que la surexpression de PC1 dans les cellules 
rénales ralentit la prolifération et protège les cellules de l’apoptose via l’activation de p21 et un 
arrêt de cycle en G0/G1. D’autre part, PC1 et PC2 agiraient sur le cycle cellulaire en empêchant la 
translocation dans le noyau du facteur de transcription Id2, dont le rôle est de promouvoir la 
croissance cellulaire au détriment de la différenciation. Au final, PC1 et PC2 agissent en tant que 
suppresseur de tumeur puisqu’ils activent l’expression de p21 et de fait, ralentissent la 
prolifération (Irigoín & Badano 2011).  
BBS4 et BBS6 sont deux protéines appartenant au BBSome : BBS4, dont l’inhibition 
bloque la division cellulaire, l’ancrage des microtubules au centrosome et augmente le processus 
apoptotique et BBS6 dont la déplétion chez la souris entraine un défaut de cytokinèse (Basten & 
Giles 2013). D’autres protéines du système IFT, telles Ift27 et Ift88 sont aussi actrices dans le 
contrôle du cycle. Ift27, en plus de son rôle dans le maintien de la stabilité des complexes IFT, 
représente un élément important dans le contrôle de la cytokinèse et de la progression 
cellulaire. Ift88 participe à la restriction de la transition G1/S. Dans les cellules HeLa non ciliées, 
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la surexpression de IFT88 active le suppresseur de tumeur Rb, et induit par conséquent l’arrêt 
des cellules en G1. L’inhibition de IFT88 quand à elle, favorise la progression du cycle (Robert et 
al. 2007).  
Par ailleurs, il est intuitif et démontré que la longueur du cil a une conséquence directe 
sur la durée du cycle. La réduction de la taille du cil, voire même la perte totale du cil favorise 
l’entrée des cellules en phase S plus rapidement (Basten & Giles 2013). Au contraire, les cellules 
présentant un cil plus long, tardent à ré-entrer dans le cycle (Figure 12). Les travaux concernant 
la protéine centrosomale Nde1 (nuclear distribution gene E homologue 1) vérifie cette 
corrélation (S. Kim et al. 2011). Son niveau protéique est élevé lors de la mitose et très bas en 
G0/G1, témoignant d’une corrélation inverse avec l’existence du cil. Sa déplétion entraine la 
formation d’un cil anormalement long en plus d’un délai dans la transition G1/S, ce dernier étant 
proportionnel avec la longueur du cil. De façon intéressante, ce retard de cycle dans les cellules 
inhibées par Nde1 exhibant un cil très long, est restauré en inhibant de façon simultanée IFT88 
ou IFT20. Par ailleurs, un allongement du cil provoqué par le traitement des cellules avec la 
cytochalasine D (agent dépolymérisant les filaments d’actine) retarde la transition G1/S. Ces 
résultats supportent l’hypothèse que la présence d’un cil influence négativement la progression 
du cycle. L’activité de Nde1, en agissant négativement sur la longueur du cil, doit être régulée en 
phase G1/G0 pour que la ciliogénèse puisse avoir lieue.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
C. Déséquilibre de la balance prolifération/différenciation 
a. Cas de la polykystose rénale 
 
Le cil primaire a la capacité d’influer sur le cycle cellulaire et de réguler des cascades de 
signalisation. De plus, le cycle cellulaire coordonne la biogénèse du cil. C’est pourquoi, la 
perturbation de l’un de ces deux mécanismes peut causer une prolifération exacerbée. Le cil agit 
en règle général comme un tumeur suppresseur régulant l’équilibre 
prolifération/différenciation et favorisant la différenciation au détriment de la prolifération. 
Un des meilleurs exemples illustrant un défaut dans la balance 
prolifération/différenciation concerne le développement de kystes, un phénotype très fréquent 
dans beaucoup de ciliopathies. Associé à des processus dysplasiques et des désordres 
prolifératifs, ce phénotype résulte, entre autre, d’un défaut de connexion entre le cil et le 
cycle cellulaire. En particulier, la polykystose rénale se caractérise par une dilatation des tubules 
rénaux et l’apparition progressive de kystes. Cette pathologie est très complexe étant donné les 
Figure 12 : La longueur du 
cil influe sur la progression 
du cycle cellulaire. Figure 
extraite de Basten & Giles 
(2013). 
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nombreux processus pouvant être responsables de la formation de kystes (défaut de 
mécanosensation du cil rénal, de prolifération, de polarité ou encore un dérèglement des voies 
du développement) et la variété de fonctions extra-ciliaires jouées par les protéines du 
compartiment ciliaire (Figure 13) (Winyard & Jenkins 2011).   
Des mutations dans des gènes codants pour les polycystines 1 et 2 sont les principales 
causes des polykystoses rénales. L’absence ou le dysfonctionnement du cil aboutit alors à un 
défaut de mécanosensation, une interruption de la signalisation calcique et par conséquent à un 
excès de prolifération (Winyard & Jenkins 2011). Une anomalie lors de l’orientation du fuseau 
mitotique au cours de l’élongation des tubules rénaux peut aussi être mise en cause dans la 
formation des kystes. Dans les cellules saines, les cellules orientent leur fuseau mitotique de telle 
façon qu’il soit parallèle à l’axe du tube ce qui permet l’allongement du tube sans impacter son 
diamètre. Ift88 et Ift20 ont été identifiées pour leur fonction extra-ciliaire dans l’orientation du 
fuseau lors de la mitose des cellules rénales (Jonassen et al. 2008; Delaval et al. 2011). Dans le 
cas d’Ift20, c’est le mauvais positionnement des centrosomes qui est à l’origine d’une orientation 
aléatoire des fuseaux mitotiques et donc d’une dilation des tubules rénaux et de la formation 
rapide de kystes. Par ailleurs, d’autres études révèlent que les grandes voies de signalisation 
pilotées par le cil telles que les voies Wnt (en particulier la voie Wnt/PCP) et Hh sont dérégulées 
pouvant être un signal important pour la formation de kystes (Winyard & Jenkins 2011). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
b. Cil et cancer 
 
En raison de l’influence du cil primaire sur le cycle cellulaire, sur le pilotage des cascades 
de signalisation et de son incompatibilité avec la prolifération, il est tentant de penser que la 
perte du cil est une étape clé dans la formation de cancers. Cette assomption est souvent vraie 
car un grand nombre de cancers ont été attribués à une perte de cil tels que le cancer du sein 
(Menzl et al. 2014; S. Kim et al. 2015), les tumeurs métastatiques de mélanomes (J. Kim et al. 
2011), prostatiques (Hassounah et al. 2013), le cancer ovarien (Egeberg et al. 2012), 
pancréatique (Cervantes et al. 2010), et le cancer colorectal (Rocha et al. 2014).  
Une amplification de Aurora A de HEF1, ou encore de facteurs prométastatiques est 
associée au développement de certains cancers (cancer colorectal, cancer ovarien, et mélanomes 
notamment). Une dérégulation de la signalisation Aur1/HEF1/HDAC6 renforce le 
désassemblage du cil et inhibe les points de restriction dans la progression du cycle effectués 
par le corps basal. Ce dernier peut alors se différencier en centrosome qui sera ensuite 
Figure 13 : Schéma représentant 
la relation causale entre 
perte/dysfonctionnement du cil 
primaire et la formation de kystes 
rénaux. Figure extraite de 
Kobayashi & Dynlacht (2011). 
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compétent pour coordonner l’entrée des cellules en phase S. La résorption du cil en perturbant 
la réponse des cellules aux signaux extérieurs induit une prolifération excessive.  
 
Enfin, la sur-activation de la voie Hh est associée à de nombreux cancers humains comme 
des carcinomes basaux, des médulloblastomes, des glioblastomes, le cancer du pancréas, de 
l’ovaire, du sein, du rein et de la prostate. Cependant, la tumorigénèse n’est pas toujours associée 
à une perte du cil. Le cil peut être intact mais présenter un défaut dans la machinerie du système 
IFT qui est nécessaire pour accomplir les changements dynamiques de la localisation des 
composants modulant l’activité des voies de signalisation. Deux études récentes publiées 
simultanément ont montré le rôle pivot joué par le cil dans le développement de 
médulloblastomes et de carcinomes chez la souris (Figure 14).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 14 : Modèle résumant le rôle complexe du cil dans le développement du carcinome basal. 
Dans le cas normal, la présence du ligand Hh active la voie à travers la relocalisation de Patched1 et de smo 
et l’activation des Gli. La tumorigénèse est dépendante de la présence du cil lorsque smo est activée mais 
indépendante du cil lorsque Gli2 est le signal oncogénique. Figure extraite de Wong et al. (2009). 
 
 
Le cil est capable à la fois d’activer et de réprimer la voie de signalisation Hh, selon si le 
signal oncogénique dépend de Smo ou de Gli2.  Dans le cas de médulloblastomes, l’ablation du cil 
bloque le développement de ce type de tumeurs lorsque celle-ci est initiée par la protéine Smo, 
un activateur se trouvant en amont de la voie Hh. En revanche, la perte du cil peut aussi 
promouvoir et accélérer la croissance du médulloblastome lorsque le signal oncogénique est 
induit par Gli2, un facteur se trouvant en aval de la voie (Han et al. 2009). Wong et al montrent 
obtiennent les mêmes conclusions dans un autre type de cancer qui est l’adénocarcinome (Wong 
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et al. 2009). L’ensemble de ces travaux révèle que la présence ou l’absence d’un cil intact peut 
avoir des conséquences radicalement différentes selon si le signal se trouve en amont (cas de 
Smo) ou en aval du cil (cas de Gli2).  
 
 
Les exemples abordés dans cette partie, illustrant la relation entre le cil et le processus 
de cancérogénèse montrent à quel point ces mécanismes sont complexes et encore 
énigmatiques. 
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II. La ciliogénèse : succession d’évènements coordonnés menant à la formation du cil 
primaire 
 
Dans les années 60, Sergei Sorokin découvre grâce à des observations en microscopie 
électronique que la formation du cil primaire est l’aboutissement d’une succession d’étapes 
cytoplasmiques coordonnées dans le temps et dans l’espace (Sorokin 1962). Elle débute lorsque 
les cellules entrent en quiescence. Elle comprend plusieurs étapes clés, communes à tous les 
modèles cellulaires : maturation du centriole père en corps basal comprenant la différenciation 
des deux appendices, la migration et l’ancrage du corps basal à la membrane plasmique et la 
dernière phase consistant en la croissance du cil primaire. Cependant selon les types cellulaires, 
il observe des variations dans le déroulement de ces étapes et détermine l’existence de deux 
voies bien distinctes: la voie extracellulaire et la voie intracellulaire (Figure 15. Les cellules 
épithéliales polarisées adopteraient la voie extracellulaire. Dans ce cas, le corps basal migre et 
vient s’ancrer directement au cortex apical grâce aux fibres de transition permettant la 
nucléation des microtubules formant l’axonème en contact direct avec l’environnement 
extérieur. La voie intracellulaire concerne les fibroblastes, les myocytes, les neurones, et 
implique une étape supplémentaire cytoplasmique avant l’externalisation du cil. En effet, une 
fois différencié, le corps basal s’associe tout d’abord avec une vésicule ciliaire supposée provenir 
de l’appareil de Golgi. S’en suit un allongement d’une partie de l’axonème au sein de cette 
vésicule permise grâce à l’arrimage d’autres vésicules. Enfin, le cil encore naissant est 
externalisé suite à la fusion de la vésicule ciliaire avec la membrane plasmique. La machinerie 
IFT se met en place pour achever l’élongation du cil primaire (Benmerah 2012).  
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
Figure 15 : Schéma illustrant les deux voies principales composées d’étapes cytoplasmiques menant à la 
formation du cil primaire. Figure extraite de Benmerah (2014). 
 
 
Dans ce chapitre, je m’intéresserai plus spécifiquement à la voie intracellulaire car elle 
s’applique au modèle cellulaire avec lequel nous avons travaillé et qui est couramment utilisé 
pour étudier la ciliogénèse : les cellules immortalisées hTERT-RPE1 (human retinal pigmented 
epithelial cells).  
A l’instar des processus orchestrant l’assemblage du cil, toutes les étapes en aval de celle-
ci sont également extrêmement contrôlées et exigent un déroulement précis ainsi que des 
interactions moléculaires régulées dans le temps et dans l’espace afin d’assurer la fidélité de la 
ciliogénèse. Un dérèglement de l’une des ces étapes aboutit à un défaut de structure et/ou de 
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fonction du cil primaire et dans la majorité des cas à la survenue de ciliopathies (voir chapitre 1 
ciliopathies). Afin de décrire les différentes étapes intracellulaires de la ciliogénèse, j’ai choisi de 
les présenter dans une première partie par ordre chronologique même si en réalité la 
ciliogénèse n’est pas une suite d’événements linéaires. Certaines étapes sont interdépendantes 
et il reste encore des zones d’ombre quand à l’ordre d’intervention de certaines étapes. La 
deuxième partie concernera le trafic, un processus omniprésent durant la ciliogénèse. 
 
1. Différenciation du centriole père en corps basal 
 
 Une des premières étapes de la maturation du centriole père en corps basal 
concerne le recrutement spécifique de protéines aux appendices distaux et subdistaux du 
centriole père afin de le rendre ainsi compétent à l’association avec une vésicule ciliaire. Durant 
cette période, les appendices subdistaux se transforment alors en structures dites pieds basaux 
et les appendices distaux en fibres de transition.  
En se projetant radialement à l’extrémité distale du corps basal, les fibres de transition 
forment une structure ressemblant à une roue à aube. Elles marquent physiquement le début de 
la zone de transition, laquelle est composée de doublets de microtubules. Le mode d’assemblage 
des appendices distaux/fibres de transition, leur composition moléculaire ainsi que leur 
mécanisme d’action restent encore élusifs et demeurent un domaine d’intenses investigations. 
 
A. Formation des appendices distaux / fibres de transition 
a. Assemblage 
 
Les centrioles pères sont les seuls à pouvoir acquérir les appendices distaux et 
subdistaux. Cela prend un cycle cellulaire et demi pour que ces derniers soient matures et 
complets. Il est convenu dans la littérature que les appendices distaux se différencient en fibres 
de transition au moment de la maturation du centriole père en corps basal, c’est à dire lorsque 
ce dernier est capable de s’attacher à une vésicule ciliaire. A ce jour, la composition moléculaire 
spécifique de chaque structure expliquant la différence de nomenclature reste encore 
énigmatique. Le terme fibre de transition est souvent utilisé pour évoquer l’engagement des 
cellules dans un processus ciliogénique. 
Quatre protéines ont été identifiées pour leur implication dans la formation des 
appendices distaux: OFD1 (oral-facial-digital syndrome 1), C2CD3 (C2 calcium-dependent 
domain containing 3), Odf2 (outer dense fiber 2 ou cenexin) et DZIP1 (DAZ-interacting zinc 
finger protein 1) (Singla et al. 2010; Ye et al. 2014; Ishikawa et al. 2005; Wei et al. 2015; Tateishi 
et al. 2013).  
OFD1 et C2CD3 contrôlent spécifiquement l’assemblage des appendices distaux et sont 
impliquées dans le contrôle de la longueur des centrioles. L’absence de OFD1 de l’extrémité 
distale des centrioles des cellules souches embryonnaires murines résulte en un allongement 
anormal de cette structure, associée à un défaut d’assemblage des appendices distaux et de la 
ciliogénèse, révélant sa fonction dans le maintien de la longueur des centrioles (Singla et al. 
2010). C2CD3 est une protéine des satellites centriolaires et des appendices distaux. Elle 
promeut notamment l’assemblage des appendices distaux en recrutant les cinq protéines 
connues qui les composent (Ccdc41, Sclt1, Cep89, Fbf1 et Cep164). De plus, elle interagit 
physiquement avec OFD1. Son rôle, qui est de promouvoir l’élongation des centrioles, est 
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antagonisé par OFD1 dont la fonction est de bloquer l’allongement des centrioles (Thauvin-
Robinet et al. 2014).  
Les deux autres protéines Odf2 et DZIP1 sont nécessaires à la genèse des deux types 
d’appendices. Le rôle de ODF2 dans l’assemblage des appendices reste controversé suite à une 
étude montrant que l’inhibition de ODF2 n’a aucun effet sur le recrutement des protéines des 
appendices distaux.  
Par ailleurs la déplétion d’une des protéines composant les appendices distaux n’affecte 
pas la localisation des protéines des appendices subdistaux révélant ici que l’assemblage de ces 
deux types de structures sont indépendantes l’un de l’autre (Tanos et al. 2013). Des études 
supplémentaires sont nécessaires pour élucider le rôle exact de chaque acteur dans le contrôle 
de l’assemblage des appendices distaux.  
 
b. Composition moléculaire 
 
La liste des protéines composant les appendices distaux n’est certainement pas 
exhaustive à ce jour et reste encore à compléter grâce à des études protéomiques notamment. 
Cep164 a été la première protéine des appendices distaux à être identifiée et caractérisée. Les 
cellules déficientes en Cep164 ne développent pas de cil primaire (Graser et al. 2007; Schmidt et 
al. 2012; Cajánek & Nigg 2014; Slaats et al. 2014; Oda et al. 2014). Puis, à partir de 2013, des 
études de localisation subcellulaires en immunofluorescence et microscopie super résolution 
ont permis d’ajouter de nouveaux candidats à la liste comme la protéine Cep89 (ou 
Ccdc123/CEP123) qui est aussi localisée aux satellites centriolaires (Sillibourne et al. 2013). 
Tanos et collaborateurs identifient d’autres protéines des appendices distaux comme 
Cep83/CCDC41 (Coiled coil domain containing 41), SCLT1 (Sodium channel and clathrin linker 
1) et FBF1 (Fas (TNFRSF6) binding factor 1). Ils montrent que la localisation aux appendices 
distaux de toutes ces protéines est réalisée de manière ordonnée et hiérarchique. Cep83 se situe 
en amont de la voie et orchestre le ciblage des quatre autres protéines. SCLT1 affecte 
spécifiquement la localisation de FBF1 et de Cep164 (Figure 16) (Tanos et al. 2013).  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 16 : Schéma illustrant les mécanismes menant à l’assemblage des appendices distaux/fibres de 
transition. Leur formation est sous le contrôle de OFD1, C2CD3, DZIP1 et probablement de ODF2. Puis 
différents composants structuraux et fonctionnels sont recrutés aux appendices de manière très organisée et 
hiérarchisée. Figure extraite de Wei et al. (2015). 
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c. Fonctions des appendices distaux/fibres de transition 
 
Le rôle joué par les appendices distaux/fibres de transition est multiple et primordial 
pour la progression de la ciliogénèse. Le recrutement de ttbk2 aux appendices distaux induisant 
le retrait consécutif de CP110 du centriole père, un signal clé pour l’engagement des cellules 
quiescentes dans le programme de ciliation. Le recrutement de ttbk2 est assuré essentiellement 
par des protéines des appendices distaux telles que Cep83, Cep164, et C2CD3 (Cajánek & Nigg 
2014; Ye et al. 2014; Tanos et al. 2013). A titre d’exemple, l’absence de Cep83 bloque le 
recrutement de ttbk2 et la relâche de CP110 du centriole père, inhibant ainsi l’ancrage de ce 
dernier à la vésicule ciliaire (Tanos et al. 2013).  
L’organisation des fibres de transition en forme d’anneau à l’extrémité distale du corps 
basal est essentielle au recrutement de la vésicule ciliaire au corps basal (Burke et al. 2014). Ce 
sont des protéines des fibres de transition qui confèrent au corps basal la propriété de pouvoir 
s’attacher fixement avec la vésicule ciliaire qui, une fois fixée, recouvrira l’extrémité distale du 
corps basal. Les protéines Cep164, Cep123, C2CD3, Cep83 (ou CCDC41), dont la déficience 
inhibe la formation du cil, sont impliquées dans l’étape d’association corps basal/vésicule 
ciliaire, étape essentielle pour le futur ancrage du corps basal à la membrane et la croissance du 
cil primaire (Tanos et al. 2013; Joo et al. 2013; Schmidt et al. 2012; Sillibourne et al. 2013). Le 
mode d’interaction des fibres de transition avec les membranes (de la vésicule ou de la 
membrane plasmique) reste encore à déterminer.  
Enfin, les appendices distaux représentent une plate-forme pour le stockage et l’ancrage 
des particules IFT au centriole père, suggérant un autre mécanisme par lequel les appendices 
distaux sont impliqués activement dans la ciliogénèse (Tanos et al. 2013; Ye et al. 2014; Cajánek 
& Nigg 2014; Joo et al. 2013; Wei et al. 2013). 
 
B. Formation des appendices subdistaux/pieds basaux 
 
 Le centriole père se distingue du centriole fils par l’acquisition d’appendices distaux mais 
aussi subdistaux. La matrice péri-centriolaire entoure la paire de centrioles et représente un site 
d’ancrage pour les complexes multiprotéiques de tubuline gamma pouvant exister sous la forme 
d’anneaux ouverts appelés «  gamma-tubulin ring complexes » ou « gamma-TuRCs », impliqués 
dans la nucléation des microtubules au centrosome (Bornens 2002). Ces microtubules sont 
préférentiellement ancrés aux appendices subdistaux des centrioles pères, conférant au 
centrosome le rôle de centre organisateur de microtubules. En plus d’agir dans l’ancrage des 
microtubules, ces appendices sont requis lors de la ciliogénèse. Pendant la ciliogénèse, et plus 
spécifiquement lorsque le corps basal rencontre la vésicule ciliaire, les appendices subdistaux se 
différencient en pieds basaux, structures distinctes morphologiquement des appendices distaux, 
se projetant de façon orthogonale au corps basal. 
 
a. Assemblage  
 
Quatre protéines ont été identifiées pour contrôler la formation des appendices 
subdistaux : Odf2 et DZIP1 aussi impliqués dans la genèse des appendices distaux, Cc2d2a 
(coiled coil and C2 domain-containing 2A), et Kif3A, une sous unité de la protéine motrice 
kinésine 2 (Kodani et al. 2013; Veleri et al. 2014; Wei et al. 2015).   
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La mutation du gène CC2D2A est impliquée dans les syndromes de Meckel et de Joubert. 
La protéine est localisée au niveau des appendices subdistaux du centriole père. Elle est requise 
à la formation du cil primaire et possèderait un domaine de liaison aux microtubules. Les 
cellules MEFs (mouse embryonic fibroblasts) déficientes montrent un défaut de recrutement de 
Odf2 et de la ninéine (nécessaire à l’ancrage des microtubules) aux appendices subdistaux. Cela 
bloque ainsi l’assemblage des appendices subdistaux et l’ancrage des microtubules (Veleri et al. 
2014).  
 Kif3A est impliquée dans le transport antérograde de cargos et de protéines ciliaires le 
long de l’axonème du cil primaire. Par conséquent, son inhibition provoque un défaut de 
ciliogénèse. Cela est dû non seulement à un défaut de la fonctionnalité du complexe IFT, mais 
aussi à un défaut d’ancrage des microtubules aux appendices subdistaux. En effet, Kif3A est 
impliquée dans le recrutement au centriole père de p150Glued qui est une une sous-unité de la 
dynactine (protéine motrice des microtubules essentielle à l’activité de la dynéine). Le 
recrutement de p150Glued contribue à l’organiser des appendices subdistaux. En collaboration 
avec p150Glued et la ninéine, Kif3A est donc nécessaire à l’ancrage des microtubules aux 
appendices subdistaux (Kodani et al. 2013).  
 
b. Composition moléculaire 
 
Peu d’études se concentrent sur la composition moléculaire et le rôle précis des 
appendices subdistaux/pieds basaux durant la ciliogénèse. Elle est encore plus parcellaire que 
celle des appendices distaux. A ce jour, quelques protéines y ont été observées: la ninéine 
requise dans l’ancrage des microtubules, Odf2/cenexine, Kif24 (qui réorganise les 
microtubules et agit comme un inhibiteur de la ciliogénèse via CP110), Cc2d2a, récemment 
identifié comme acteur crucial dans la genèse des appendices subdistaux (Kobayashi et al. 2011; 
Garcia-Gonzalo et al. 2011; Bornens 2002; Veleri et al. 2014). De plus, ε-tubuline, Cep170 et la 
centrioline complètent la liste et agissent dans l’organisation des microtubules bien que le rôle 
exact des deux dernières reste encore obscur (Azimzadeh & Bornens 2007).   
 
c. Fonctions des appendices subdistaux 
 
Si un des rôles des appendices distaux est de permettre l’ancrage de la vésicule ciliaire au 
corps basal et à la membrane plasmique, celui des appendices subdistaux consiste 
principalement à ancrer et stabiliser les microtubules cytoplasmiques au centriole père (Figure 
17) (Tateishi et al. 2013). Cette particularité semble être cruciale dans les cellules multiciliées. 
Les pieds basaux ne semblent pas participer à l’association de la vésicule primaire au corps 
basal, mais à l’arrangement d’un réseau apical de microtubules très organisé et régulier et à 
l’établissement de la polarité planaire dans les cellules multiciliées. Par conséquent,  les 
microtubules cytoplasmiques émanant des pieds basaux sont orientés dans la direction du fluide 
et alignent le battement ciliaire avec la direction de la force (Tsukita et al. 2012). Un défaut 
d’organisation des microtubules est responsable de dyskinésie ciliaire.  
 Par ailleurs, de façon surprenante, l’étude concernant Cc2d2a dans des MEFs révèle que 
les appendices subdistaux seraient impliqués dans la formation du cil et plus précisément dans 
l’ancrage de la vésicule et l’initiation de l’axonème. Outre son rôle dans la formation des 
appendices subdistaux, Cc2d2a pourrait être nécessaire à la formation de la zone de transition, 
d’une part via son interaction avec Cep290. D’autre part, elle permettrait l’accès des vésicules 
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pour l’assemblage de la vésicule ciliaire aux appendices distaux via Odf2. Ces multiples fonctions 
jouées par Cc2d2a expliquent les conséquences désastreuses de son absence dans des modèles 
murins. En effet, elle entraine une létalité embryonnaire associée à des désordres atteignant de 
multiples organes (Veleri et al. 2014). 
Aussi, les microtubules cytoplasmiques dont les bouts moins sont ancrés aux appendices 
subdistaux/pieds basaux forment de véritables rails favorisant le trafic polarisé de vésicules et 
de protéines jusqu’au corps basal, processus crucial pour la ciliogénèse (Veleri et al. 2014).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 L’acquisition des appendices distaux et subdistaux est nécessaire au processus 
ciliogénique. Toutefois, le moment précis où le centriole fait l’acquisition de ces structures reste 
encore flou (Dawe, Farr, et al. 2007). En absence des appendices distaux, les centrioles seraient 
capables de migrer au cortex mais incapables de s’y ancrer (Tanos et al. 2013). Il est sûr 
cependant que la formation de ces structures est un prérequis pour l’association avec la vésicule 
ciliaire qui sera nécessaire à l’ancrage du corps basal au cortex (Ye et al. 2014). 
 
C. Levée d’inhibition du programme ciliogénique : rôle de CP110 
 
La transition du centriole père en corps basal consiste non seulement en la maturation 
des appendices mais aussi en le déblocage de l’inhibition de CP110. Les bases moléculaires 
gouvernant ce processus ne sont pas encore bien comprises. Cependant, il est bien établi que 
cette transition ne peut s’accomplir que si et seulement si, le complexe répresseur CP110-Cep97 
est extrait physiquement du centriole père, permettant la nucléation des microtubules 
centriolaires (Spektor et al. 2007). CP110 et Cep97 n’agissent pas seules, d’autres protéines 
régulatrices comme Kif24, Cep104, Cep290 s’associent avec elles pour former un complexe. Ces 
dernières peuvent de part leur activité sur CP110, soit activer (Cep104), soit inhiber (Kif24, 
Cep97) la ciliogénèse. Ainsi, l’engagement des cellules dans le programme ciliogénique implique 
l’action de modulateurs qui agiront pour favoriser le retrait de CP110, d’une part en réprimant 
Figure 17 : Schéma illustrant le rôle 
des appendices subdistaux 
Partie violette: le corps basal; Partie 
rose : la zone de transition 
Les appendices subdistaux sont 
caractérisés par la présence successive 
de 3 protéines : CCDD2A, Odf2 et la 
ninéine. 
Emanent à partir des appendices 
subdistaux, les microtubules sur 
lesquels transitent des vésicules Rab8a 
adressées à la zone de transition. 
CC2D2A et Odf2 pourraient favoriser ce 
trafic vésiculaire. Figure extraite de 
Veleri et al. (2014). 
 
 39
les activateurs de CP110, et d’autre part en activant ou en recrutant des composants inhibant 
l’action répressive de CP110 et des ses protéines associées (Figure 18) (Kobayashi & Dynlacht 
2011).  
Kif24, fait partie du complexe et contribue à la suppression de la ciliation. C’est un 
moteur moléculaire appartenant à la famille des kinésines possédant une activité de 
dépolymérisation des microtubules. Il interagit spécifiquement avec CP110 et Cep97 et recrute 
CP110 au centriole père (Kobayashi et al. 2011). 
Contrairement à CP110, Cep97 et Kif24, Cep104 semble faire partie des régulateurs 
positifs de la ciliogénèse. L’absence de Cep104 réduit la capacité des cellules hTERT-RPE1 à 
développer un cil. C’est une protéine de liaison avec les bouts « + » des microtubules. Elle se 
trouve localisée à l’extrémité distale des deux centrioles des cellules en arrêt de cycle jusqu’à ce 
que le corps basal forme un cil. (Tsang & Dynlacht 2013). Elle participe également au 
recrutement de Cep97 aux centrioles. Les mécanismes de retrait de CP110 et de Cep97 sont 
encore énigmatiques mais Cep104 pourrait maintenir la présence de CP110 et de Cep97 au 
centriole père jusqu’aux phases précoces de la ciliogénèse. Lorsque la ciliogénèse est initiée, 
Cep104 se déplace jusqu’au sommet du cil, libérant ainsi CP110 et Cep97 du centriole père. 
(Tsang & Dynlacht 2013; Satish Tammana et al. 2013). 
Le rôle de Cep290 est double. La capacité de CP110 à bloquer le processus de ciliogénèse 
dépend de son interaction avec Cep290. Si l’interaction est inhibée, alors CP110 est dans 
l’incapacité de réprimer l’assemblage du cil dans les cellules quiescentes. D’autre part, Cep290 a 
la capacité de favoriser la fusion du centriole père avec la vésicule ciliaire via l’interaction avec 
Rab8. Cette fonction positive de Cep290 est antagonisée par CP110 (Tsang & Dynlacht 2013; 
Kobayashi et al. 2014).  
Le mécanisme menant au retrait de CP110 restait encore énigmatique jusqu’à la 
découverte du rôle positif de deux kinases sérine/thréonine, dont l’action se porte sur les 
microtubules : MARK4 et ttbk2 (Rovina et al. 2014; Liao et al. 2015). Aucune de ces kinases n’a 
été montrée pour interagir directement avec ce complexe, suggérant un rôle probable de la 
phosphorylation dans le retrait de CP110 et Cep97. Associé au corps basal et à l’axonème, 
MARK4 participe au recrutement de Odf2 (acteur dans la genèse des appendices et dans 
l’ancrage des microtubules aux appendices subdistaux) au centriole père. Son absence bloque la 
ciliogénèse dans les phases précoces, puisque CP110 et Cep97 sont encore présentes au corps 
basal.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 18 : Ensemble de 
protéines impliquées directement 
ou indirectement à la 
stabilisation ou à la répression 
(ou extraction) de CP110.  
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La présence de CP110 au centriole père est ainsi contrôlée par une cascade complexe 
d’activateurs et d’inhibiteurs dont il est intéressant de noter qu’ils partagent tous la propriété de 
liaison aux microtubules. Cela souligne l’importance de la régulation de la dynamique des 
microtubules lors de la ciliogénèse.  
Le retrait de CP110 du centriole père est indispensable à la croissance de l’axonème au 
sein de la vésicule (Spektor et al. 2007). Le moment du retrait de CP110 reste encore inconnu. 
Une étude montre que l’ancrage du centriole à la membrane pourrait fournir un signal 
nécessaire au retrait de CP110 (Tanos et al. 2013). D’autres travaux révèlent que le 
réarrangement du cytosquelette d’actine au cortex, étape cruciale pour l’ancrage du corps basal, 
a lieu en aval du retrait de CP110 (Hong et al. 2015). 
 
D. Association du corps basal avec la vésicule ciliaire 
 
L’association de la vésicule ciliaire au corps basal constitue le premier événement de la 
ciliogénèse observable en microscopie lors de la voie intracellulaire décrite par S. Sorokin. Cette 
étape s’est avérée très récemment plus complexe que celle décrite. En effet, elle est précédée par 
l’amarrage à l’extrémité distale du corps basal d’un groupe de petites vésicules pré-ciliaires 
appelées vésicules des appendices distaux (ou DAV : distal appendages vesicles). La fusion ainsi 
que la formation de la vésicule ciliaire sont notamment régulées par la protéine de remodelage 
de membrane EHD1/3 (famille de protéines Eps15) et la protéine SNAP29 du complexe SNARE 
(Synaptosomal-associated protein 29). L’assemblage complet de cette vésicule dépendant de 
EHD1/3 est précédé par la perte de CP110 du centriole père et le recrutement de Ift20 (Figure 
19). Ift20 joue ainsi un rôle prépondérant dans la formation de la vésicule ciliaire (Joo et al. 
2013; Follit et al. 2006; Lu et al. 2015). 
Les bases moléculaires orchestrant l’ancrage des petites vésicules aux appendices 
distaux restent encore fragmentaires. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 19 : Description des différentes étapes successives intracellulaires aboutissant à l’externalisation du 
cil dans les cellules RPE1. La ciliogénèse débute avec l’arrivée de petites vésicules pré-ciliaires ou DAV (distal 
appendage vesicle) à l’extrémité distale du centriole père.  Figure extraite de Lu et al. (2015).  
 
 Il est établi que la vésicule ciliaire englobe l’extrémité distale du corps basal au centriole 
père et qu’une partie de l’axonème y grandit à l’intérieur. Cependant, outre son origine, sa 
fonction réelle reste encore mystérieuse. D’autant que la voie dite extracellulaire ne nécessite 
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apparemment pas de vésicule ciliaire… Pour quelles raisons la voie intracellulaire requiert-elle 
l’apport de la vésicule ciliaire ? Une question encore non élucidée… 
 
E. Formation de la zone de transition et d’une partie de l’axonème au sein de la vésicule  
 
L’ancrage de la vésicule ciliaire à l’extrémité distale du corps basal marque le début 
d’une phase de croissance intracellulaire du cil primaire, consistant en la nucléation de courts 
doublets de microtubules et en la formation de la zone de transition, mécanismes coordonnés 
avec le remodelage de la vésicule ciliaire.  
La zone de transition se forme donc très précocement au cours de la ciliogénèse. A ce 
stade, elle renforce et stabilise certainement la connexion entre le corps basal et la vésicule 
ciliaire et contribue au processus de compartimentalisation du cil naissant. De plus, une fois sa 
maturation achevée, la zone de transition agit comme un filtre indispensable à la restriction des 
mouvements de composants pouvant entrer ou sortir du cil.  
 
a. Assemblage de la zone de transition 
 
L’enchainement de ces évènements est peu connu mais un modèle proposé par S. 
Sorokin suggère que l’interaction entre le corps basal et la vésicule ciliaire est établie par la 
formation du collier ciliaire (ou « necklace »), un site d’association fort entre la membrane et les 
doublets de microtubules nouvellement assemblés (Reiter et al. 2012). 
Plusieurs études s’accordent sur le fait que des facteurs de la zone de transition 
appartenant à des modules définis (MKS/JTBS et NPHP) sont pré-assemblés à l’extrémité distale 
du corps basal au moment où la vésicule ciliaire est formée. Lu et collaborateurs démontrent que 
des composants de ces modules tels Cep290, MKS5/RPGRIPII, MKS3/TMEM67 (gène codant la 
protéine meckeline) sont recrutés au corps basal juste avant la formation complète de la 
vésicule ciliaire ancrée au corps basal. Dans les cellules déficientes en EHD1, la localisation de 
toutes ces protéines est bloquée et entraine un défaut d’assemblage de la vésicule et de la 
croissance du cil. Cela révèle la nécessité de l’étape d’assemblage de la vésicule dépendante de 
EHD1 pour le recrutement de toutes ces protéines au corps basal (Lu et al. 2015).  
Cep290 joue un rôle critique dans la formation de la zone de transition en initiant 
l’assemblage des liens membrane/microtubules dans le flagelle de Chlamydomonas et dans le 
recrutement d’autres protéines (Craige et al. 2010). Une autre étude révèle que Cep162 possède 
une activité de liaison aux microtubules et joue le rôle de promoteur dans la formation de la 
zone de transition. En effet, localisée à l’extrémité distale du corps basal au moment de la 
formation des microtubules ciliaires naissants, elle se lie avec Cep290 facilitant ainsi 
l’association de ce dernier avec les microtubules ciliaires et permettrait de fermer le 
compartiment ciliaire (Wang et al. 2013). 
Les étapes concernant l’ancrage de la vésicule, la formation de cette portion  d’axonème 
et la formation de la zone de transition seraient indépendantes du système IFT.  
 
b. Extension de l’axonème couplée à celle de la vésicule ciliaire 
 
Puis s’ajoutent et fusionnent à la vésicule ciliaire d’autres vésicules dites secondaires. 
Celle-ci apporteraient la membrane nécessaire pour permettre d’une part l’allongement de la 
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vésicule ciliaire synchronisée avec l’élongation de l’axonème, et d’autre part des composants 
ciliaires (processus détail dans la partie 2). La croissance des microtubules ciliaires entraine une 
invagination de la paroi interne de la vésicule formant une double membrane enveloppant 
l’extrémité apicale du corps basal en cours de nucléation. La face interne deviendra la future 
membrane ciliaire. La base incurvée se formant à l’endroit où se contactent les fibres de 
transition et la vésicule deviendra la poche ciliaire (Figure 20). C’est à ce stade que la machinerie 
IFT et autres processus de transport délivrant du matériel au cil seraient responsables de la 
croissance du cil dans le cytoplasme. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 20: Modèle représentant la biogénèse du cil primaire. Figure extraite de Rohatgi & Snell (2010). 
 
2. Trafic polarisé vers la base du cil 
 
Le bon déroulement de toutes les étapes décrites précédemment ainsi que la fonction du 
cil nécessitent un trafic dynamique, continu jusqu’au corps basal. Ce trafic est requis pour 
l’apport de protéines nécessaires à la maturation des appendices, à l’amarrage des petites 
vésicules aux appendices distaux, au recrutement de composants qui seront ensuite intégrés à 
l’axonème tels les protéines IFT, les protéines de structure de l’axonème ainsi que des 
récepteurs, des protéines ciliaires pour assurer une signalisation effective. Un 
dysfonctionnement de ce trafic omniprésent résulte en la survenue de ciliopathies (Madhivanan 
& Aguilar 2014). Le trafic est par conséquent nécessaire à la formation, la fonctionnalité et la 
maintenance du cil. La destination des composants ciliaires à la base du cil est permise grâce à 
plusieurs modes de transport :  
- des vésicules issues soit de l’appareil de Golgi, soit de la voie d’endocytose et véhiculant des 
protéines membranaires destinées au cil 
- le complexe dynéine-dynactine le long des microtubules lesquels sont ancrés aux appendices 
subdistaux pour l’adressage de protéines solubles nécessaires à la formation du cil 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 21 : Différents modes de 
transport de composants à la base du 
cil primaire  
I Les vésicules provenant de 
l’appareil de Golgi et véhiculant des 
protéines membranaires ciliaires  
II Voie endocytaire permettant aux 
protéines membranaires ciliaires 
d’incorporer des vésicules post-Golgi 
III Transport des protéines solubles 
grâce au complexe 
dynéine/dynactine Figure extraite de 
Madhivanan & Aguilar (2014). 
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A. Trafic vésiculaire polarisé de l’appareil de Golgi/endosomes de recyclage vers la base du 
cil 
 
Comme nous l’avons vu précédemment, l’expansion de la vésicule ciliaire est 
synchronisée avec l’élongation de l’axonème. La membrane nécessaire à l’allongement de la 
vésicule ciliaire est véhiculée par des vésicules supplémentaires qui viennent fusionner à la 
vésicule initiale. L’incapacité à former un cil des cellules traitées avec la Bréfeldine A, une drogue 
désorganisant la structure de l’appareil de Golgi, démontre que des vésicules proviennent 
principalement de ce compartiment (Madhivanan & Aguilar 2014).  
Ces vésicules peuvent contenir deux protéines de la future membrane ciliaire : Rab8 
et/ou Smo et aussi transporter des protéines IFT et des protéines ciliaires. 
   
a. Les vésicules Rab8/Rab11  
 
 Westlake et collaborateurs détaillent dans les cellules hTERT-RPE1, le transport 
vésiculaire impliquant des GTPases de la famille Rabs dont Rab8 et Rab11. Rab8 est la seule Rab 
localisant au cil primaire. Elle est mise en jeu dans la sécrétion de l’appareil de Golgi vers la 
membrane plasmique. Rab11 constitue quant à elle un élément clé du recyclage des endosomes. 
L’expression d’un mutant dominant négatif de Rab8 inhibe la formation du cil, indiquant que 
l’activation de Rab8 est cruciale pour le processus ciliogénique. En réponse au retrait de sérum, 
les vésicules endosomales contenant Rab11 recrutent Rabin8 (un facteur d’échange GTP/GDP de 
Rab8) associé au complexe de trafic de vésicules TRAPII (transport protein particle II) (Westlake 
et al. 2011). Rabin8 en retour, associé à l’action de nombreuses protéines telles que Cep164, 
Cep290, PCM1, Hook2, Talpid3 et CC2D2A (dans les photorécepteurs dans ce cas précis) ciblent 
le transport des vésicules à la base du cil. Une fois les vésicules arrimées, la liaison de Rabin8 à 
Rab11 stimule l’activité d’échange de Rabin8 en Rab8 (Figure 22) (Kobayashi et al. 2014; 
Schmidt et al. 2012). Enfin, Rab8 sous sa forme activée recruterait ensuite au corps basal des 
effecteurs pour l’assemblage et la fusion des vésicules à la membrane ciliaire. Ce processus 
facilite ainsi la biogénèse de la vésicule et de fait, la croissance du cil. L’allongement de la 
vésicule ciliaire serait la conséquence de l’association des protéines Cep164/Chibby et la 
machinerie de trafic Rab8/Rabin8 recrutant vraisemblablement plus de vésicules Rab8 positives 
aux fibres de transition (Burke et al. 2014). Une fois la croissance du cil achevée, Rabin8 n’est 
plus présent au corps basal et le trafic de Rab8 est largement réduit (Westlake et al. 2011).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 22 : Etapes de la ciliogénèse dépendantes de Rab8. Figure extraite de Sung & Leroux (2013). 
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Des vésicules secondaires véhiculant Smo sont aussi ciblées à l’extrémité distale du 
centriole père avant le début d’assemblage de l’axonème pour fusionner avec la vésicule 
primaire (Joo et al. 2013; Kim et al. 2010). Smo est situé au niveau de la membrane ciliaire 
lorsque ce dernier est totalement développé, favorisant son intervention dans la signalisation de 
la voie Hh. Ces résultats indiquent que ces vésicules pourraient apporter des futurs composants 
de la membrane du cil. 
 
b. Rôle des protéines IFT  
 
Le transport polarisé vers la base du cil peut aussi être pris en charge par certaines 
protéines IFT. C’est le cas de Ift20 notamment (Ishikawa & Marshall 2011). Ift20 est une 
protéine se situant à la fois au niveau de l’axonème et au niveau de l’appareil de Golgi (Follit et 
al. 2008; Follit et al. 2006). Au niveau de l’appareil de Golgi, elle collabore avec une protéine 
aussi localisée aux appendices distaux, Cep83 (CCDC41) pour la formation, le tri et le transport 
de vésicules ciliaires destinées au centrosome. Toutes deux, également localisées au corps basal, 
permettront l’ancrage de ce dernier avec la vésicule ciliaire (Joo et al. 2013).  
   
B. Les microtubules impliqués dans le trafic de protéines cytosoliques 
 
Les microtubules ancrés aux appendices subdistaux constituent de véritables rails pour 
faciliter le transport de protéines cytosoliques jusqu’à la base du cil. Ce transport aux centrioles 
s’avère être beaucoup plus rapide que la simple diffusion dans les extraits de Xénope. Afin 
d’atteindre le corps basal, plusieurs composants centriolaires ont besoin de deux éléments : 
d’une part des microtubules ancrés au corps basal via les appendices subdistaux, et d’autre part, 
du complexe de protéines motrices dynéine/dynactine (Young et al. 2000). En effet, la 
dépolymérisation des microtubules ou encore l’inhibition de l’ancrage des microtubules cause 
un défaut d’enrichissement de précurseurs ciliaires à la base du cil nécessaire pour la 
ciliogénèse. A titre d’exemple, EB1 (end-binding) et EB3, deux protéines de « tracking » 
localisent à la base du cil. Elles sont mises en jeu lors de la formation du cil à travers l’ancrage 
des microtubules aux appendices subdistaux qui en retour facilitent le trafic de vésicules jusqu’à 
la base du cil. Les cellules déficientes en EB3 exhibent un réseau de microtubules désorganisés, 
accompagné d’une accumulation de vésicules autour du compartiment ciliaire. (Schrøder et al. 
2007; Schrøder et al. 2011).  
Quant au complexe dynéine/dynactine, il se révèle déterminant dans l’ancrage des 
microtubules au corps basal d’une part via p150Glued, une sous-unité de la dynactine. D’autre 
part, l’association du complexe dynéine/dynactine avec la protéine PCM1 (Peri Centriolar 
Material 1), une protéine des satellites centriolaires est nécessaire pour la localisation de 
plusieurs composants des centrioles (la péricentrine, la ninéine, la centrine) impliqués dans 
l’ancrage des microtubules. L’inhibition de PCM1 résulte en une réduction de concentration des 
ces protéines au centrosome et à un défaut d’ancrage des microtubules.  
PCM1 ainsi que Cep290, C2CD3, BBS4, péricentrine, OFD1, PAR6α, Cep123, FOR20, 
Cep72, Talpid3 sont quelques exemples de satellites centriolaires impliqués dans l’assemblage 
du cil primaire, la plupart étant associés à des ciliopathies. Les satellites centriolaires sont 
morphologiquement caractérisés comme des petites granules sphériques d’un diamètre variant 
de 70 à 100 nm.  Lors de la ciliogénèse, ces satellites sont regroupées autour du corps basal au 
niveau du compartiment pré-ciliaire (ou PCP : peri-centrosomal pre-ciliary compartment), une 
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structure observée dès les phases précoces de la ciliogénèse (Kim et al. 2010). A l’exception de 
PCM1, toutes se localisent aussi au sein au corps basal et/ou ont des fonctions au corps basal. La 
fonction des satellites centriolaires serait d’assurer l’enrichissement de précurseurs ciliaires à la 
base du cil, grâce à un transport actif dépendant du complexe dynéine/dynactine (Tollenaere et 
al. 2014).  
  
C. Le BBSome, à l’interface de ces différents modes de trafic 
 
Le BBSome est un autre acteur impliqué dans le trafic de composants ciliaires vers le cil 
primaire. Il participe aux deux modes de transport cités précédemment : le trafic de protéines 
membranaires et transmembranaires via les vésicules post-Golgi et le trafic de protéines 
cytosoliques via les microtubules ancrés au corps basal. 
Découvert en 2007 à l’issue d’une purification biochimique, le BBSome se caractérise par 
un complexe de protéines stables et très conservées résidant à la base du cil: BBS1, BBS2, BBS4, 
BBS5, BBS7, BBS8, BBS9, BIP10 à l’exception de BBS4 qui est un satellite centriolaire (Figure 23) 
(Nachury et al. 2007). Une mutation de la majorité des protéines de ce complexe ou de 
composants requis pour la régulation de son assemblage ou de son fonctionnement sont 
impliqués dans la survenue du syndrome de Bardet-Biedl. Celui-ci est caractérisé par une 
obésité, une dystrophie rétinienne, des malformations rénales, une polydactylie (Jin & Nachury 
2007).  
Son activité demeure énigmatique mais de nombreuses études convergent vers un rôle 
dans le trafic de cargos adressés au cil. Plus précisément, le BBSome est impliqué dans de 
nombreux processus comme la sélection de cargos, le trafic vésiculaire de protéines 
membranaires jusqu’au cil, l’ancrage et la fusion de vésicules à la base du cil et le transport IFT 
(Madhivanan & Aguilar 2014).  
Outre Rab11, le BBSome se lie également à Rabin8 à la base du cil pour activer Rab8, qui 
une fois entrée dans le compartiment ciliaire, induira l’extension de la membrane ciliaire 
(Nachury et al. 2007). L’intégrité du BBSome est nécessaire pour la régulation de l’activité de 
Rab8, et des mutations de protéines du BBSome impliquées dans certaines ciliopathies 
affecterait l’activité de Rab8 (Hsiao et al. 2012).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 23 : Composition du BBSome. 
BBS4, localisant au niveau des satellites 
centriolaire, est capable de se lier avec 
PCM1. BBS1 en interagissant avec 
Rabin8 active Rab8 permettant 
l’ancrage et la fusion de vésicule à la 
base ciliaire. 
Figure extraite de Jin & Nachury (2007) 
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La figure 24 résume les différents modes de trafic vers la base du cil (celui dépendant de 
la dynéine n’est pas représenté ici). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Différents modes de transport sont donc possibles afin d’acheminer différents types de 
composants ciliaires vers la base du cil et l’identité des cargos impliqués commence à être bien 
élucidée. Il est évident que ces protéines n’arrivent pas aléatoirement jusqu’au cil. Seules les 
protéines nécessaires à la formation et à la fonction du cil seront transportées. Comment ces 
composants ciliaires sont-ils adressés à la base du cil ? Quels sont les signaux mis en jeu 
indiquant à la cellule que telle ou telle protéine doit être intégrée dans le cil ? 
 
3. La barrière ciliaire 
 
La base ciliaire joue un rôle de filtre, processus majeur pour l’assemblage du cil et la 
régulation sélective du contenu protéique ciliaire. En effet, la composition de la membrane 
ciliaire enveloppant l’axonème est singulière et différente de celle de la membrane plasmique. 
Cette caractéristique confère au cil un statut de compartiment unique et séparé du reste de la 
cellule. Le transport entre le cytoplasme et le cil doit ainsi être régulé afin de contrôler la 
concentration et la nature des composants ciliaires qui assurent la signalisation ciliaire. La 
régulation de l’entrée et de la sortie des protéines ciliaires dépendrait de protéines à la base du 
cil suggérant l’idée d’une barrière de diffusion qui empêche le mouvement non spécifique des 
protéines membranaires vers et en dehors du cil.  
La barrière ciliaire se situe physiquement au niveau de la base du cil. Celle-ci permettant 
la modulation de l’entrée et sortie de molécules concernent les fibres de transition, le collier 
ciliaire, les fibres en forme de Y et les modules NPHP et MKS/JTBS au niveau de la zone de 
transition. D’autres structures associées au cil sont également requises dans le processus de 
Figure 24 : Trafic polarisé de vésicules vers la 
base du cil, processus crucial pour la formation 
et la fonction du cil. 
Même si le trafic de protéines solubles via le 
complexe dynéine/dynactine le long des 
microtubules ancrés aux appendices 
subdistaux/pieds basaux ne sont pas représentés 
ici, les autres mécanismes de trafic vésiculaires 
sont illustrés : les vésicules associées à 
Rab8/Rab11 ou aux protéines IFT comme Ift20. 
Les particules IFT associées au BBSome 
acheminent enfin les protéines ciliaires le long 
de l’axonème au niveau de la membrane du cil. 
Figure extraite de Hsiao et al. (2012). 
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filtrage tels la machinerie de transport nucléo-cytoplasmique, l’anneau de septines, et la poche 
ciliaire (Figure 25). 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Le mode opératoire de chaque structure responsable de la modulation du passage de 
composants ciliaires va être exposé dans la partie suivante. A l’heure actuelle, la façon dont ces 
événements sont mis en place dans l’espace et dans le temps, la façon dont ces structures 
coopèrent et assurent que la composition du cil reste optimale demeurent des questions encore 
non élucidées. 
 
A. Rôle des fibres de transition 
 
Les fibres de transition représentent un obstacle physique car l’espacement entre 
chaque fibre est trop mince pour permettre le passage de vésicules. En effet, ces dernières n’ont 
jamais été observées au sein du cil primaire. Ainsi, le point d’attachement à la membrane définit 
la limite à laquelle les vésicules destinées au cil peuvent fusionner. Cep164 ou Cep83 ont été 
identifiées pour leur fonction dans le recrutement des protéines IFT (Tanos et al. 2013; Cajánek 
& Nigg 2014; Joo et al. 2013; Schmidt et al. 2012). Des travaux chez C. elegans ont montré les 
mécanismes mis en jeu pour favoriser l’entrée des particules IFT à l’intérieur du compartiment 
ciliaire. DYF-19, (l’homologue humain de la protéine des fibres de transition FBF1) via 
l’interaction avec DYF-11 (l’homologue de IFT54) permet l’import ciliaire des particules 
assemblées au niveau des fibres de transition. Ces particules seront probablement ensuite prises 
en charges par le complexe de pore ciliaire (Wei et al. 2015; Wei et al. 2013). 
 
Figure 25 : Le cil est isolé du 
cytoplasme grâce à la barrière 
mise en place au niveau des 
fibres de transition, de la zone de 
transition, des pores ciliaires 
ainsi que les septines. Cette 
barrière confère à la membrane 
ciliaire une composition unique à 
la fois protéique et lipidique. 
Figure extraite de Madhivanan & 
Aguilar (2014). 
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B. Rôle de la zone de transition 
 
Elle constitue à la fois un site d’ancrage pour les protéines destinées au cil, une région 
pour le transport actif et sélectif et une barrière de diffusion. A ce titre, les photorécepteurs 
représentent un modèle de référence pour observer la diffusion de la rhodopsine entre les deux 
segments interne et externe, la zone de transition étant le cil connecteur reliant ces deux 
compartiments. Il a été observé que la zone de transition limitait la diffusion de cette protéine 
(Reiter et al. 2012).  
 
C. Rôle des modules NPHP et MKS/JTBS dans la barrière ciliaire 
 
Trois modules fonctionnels et interconnectés ont été identifiés au niveau de la zone de 
transition mature jouant un rôle dans la ciliogénèse: le module néphronophtise « NPHP » 
composé de NPHP1/néphrocystine 1 contrôlant  l’accès au cil des cargos et des particules IFT, le 
module de syndrome de Joubert « JBTS » contenant entre autre Cep290 essentiel pour la 
formation du cil, et le module de Meckel « MKS » incluant les protéines MKS1, MKS3/TMEM67 
(ou meckeline), CC2D2A et TCNT2 impliquées dans le développement du tube neural et la 
signalisation Hh (Szymanska & Johnson 2012). Williams et collaborateurs ont caractérisé par 
exemple lors d’une étude des neurones sensoriels chez C. elegans, deux modules distincts mais 
fonctionnellement interactifs : MKS/MKSR (MKS1, B9D1/MKSR1, B9D2/MKSR2, 
MKS5/RPGRIPIL, MKS3/TMEM67, CC2D2A) et NPHP (NPHP1, NPHP4) partageant la même 
fonction biologique. Ces deux modules servent à la connexion du corps basal/zone de transition 
avec la membrane ainsi qu’à l’assemblage d’une zone de transition intacte. L’inhibition 
simultanée d’un composant de chaque module affecte la ciliogénèse causé par un défaut 
d’attachement entre la membrane et la zone de transition (Williams et al. 2011). Par ailleurs, un 
défaut de gènes appartenant aux modules NPHP et/ou MKS compromettant l’intégrité de la zone 
de transition peut causer une composition protéique ciliaire anormale (Craige et al. 2010; 
Garcia-Gonzalo et al. 2011).  
   
D. La poche ciliaire 
 
La poche ciliaire, ou plus généralement la membrane péri-ciliaire, est un domaine 
membranaire unique présent à proximité de la base du cil. Sa formation est la conséquence de 
l’invagination de la vésicule ciliaire causée par la croissance d’une partie de l’axonème lors des 
phases cytoplasmiques de la ciliogénèse. Si le rôle de la poche ciliaire reste à clarifier, plusieurs 
études réalisées dans différents modèles, s’accordent sur le fait qu’elle agit comme une 
plateforme associée au cil pour faciliter le trafic vers et en dehors du cil. De plus, il est clairement 
observé que la poche crée un site d’ancrage pour les filaments d’actine (Benmerah 2012; 
Ghossoub et al. 2011).  
Une des particularités de la poche ciliaire est la présence de puits recouverts de clathrine 
indiquant sa spécialisation dans le processus d’endocytose. Son étonnante ressemblance 
structurale avec la poche flagellaire présente chez le trypanosome, caractérisée comme un site 
d’endocytose, suggère une similarité fonctionnelle, renforçant cette hypothèse. Chez l’Homme, 
cette activité endocytaire active pourrait être impliquée dans l’internalisation de composants 
ciliaires visant à être éliminés ou recyclés pour cause d’excès ou de ciblage incorrect. Etant 
donné sa position stratégique à proximité des rails de microtubules ancrés aux appendices 
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subdistaux et l’appareil de Golgi, il est également probable que la poche ciliaire puisse agir 
comme une plateforme de vésicules sécrétoires dont le contenu pourrait se déverser dans la 
lumière de la poche et ainsi être libéré dans le milieu extérieur, fonctionnant de fait comme un 
réservoir (Molla-Herman et al. 2010).  
Enfin, son rôle de plateforme s’illustre aussi dans sa capacité à établir des contacts avec 
les filaments d’actine créant ainsi un lien entre le cytosquelette et le cil primaire. Les filaments 
d’actine, considérés comme des éléments structuraux, pourraient favoriser la formation et le 
maintien de l’environnement local de la poche et contrôler la morphologie de la poche ciliaire. 
Ces câbles d’actine dont certains sont stables et d’autres plus dynamiques interviendraient 
également dans le positionnement et la fonction du cil.  
  
 
 
Dans ce chapitre ont été détaillées toutes les étapes cytoplasmiques du programme 
ciliogénique aboutissant à la croissance du cil. Toutes sauf une : l’étape concernant la migration 
et l’ancrage du corps basal à la membrane plasmique. En effet, les connaissances sur cette étape 
demeurent encore très fragmentaires. Le cytosquelette d’actine semble être un des acteurs clés 
de la migration du corps basal puisque sa déstabilisation est reconnue comme un inducteur de la 
ciliogénèse. Cependant, les acteurs moléculaires régulant la cette étape restent encore 
incompris. La caractérisation de cette étape est l’objet de notre problématique. 
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III. Les forces exercées par le cytosquelette pour le positionnement du centrosome 
 
Lors de la ciliogénèse, le corps basal, issu de la différenciation du centriole père, sert de 
base structurale et fonctionnelle au cil primaire. Ancré à la membrane apicale, il permet la 
nucléation des microtubules qui formeront l’axonème du cil primaire. Associé étroitement avec 
le centriole fils, et entouré du matériel péri-centriolaire, il forme le centrosome. S’il est 
indispensable pour la genèse des cils et des flagelles, le centrosome participe également à 
d’autres processus cellulaires comme l’établissement de la polarité, le trafic intracellulaire, la 
migration directionnelle des cellules, l’orientation du fuseau mitotique, le positionnement 
d’autres organelles au sein de la cellule etc. Le positionnement du centrosome n’est jamais 
aléatoire, il correspond à une fonction dédiée.  
 
1. Le centrosome : un organite connecté 
A. Connexion du centrosome avec le cytosquelette 
 
Le centrosome constitue un centre organisateur des microtubules ou MTOC 
(microtubule organizing center). Les microtubules sont nuclées grâce à la présence de tubuline 
gamma formant avec d’autres protéines, le complexe gamma TuRC (gamma tubulin ring 
complexes). Une fois nuclées, les microtubules sont ensuite ancrés à des sites spécifiques comme 
les appendices subdistaux ou relâchés loin du centrosome (Figure 26) (Bornens 2002). 
A l’instar des filaments d’actine et des filaments intermédiaires, la distribution des 
microtubules n’est pas aléatoire. Un réseau de microtubules se forme et s’organise en aster 
polarisé. Les bouts « -», extrémités des microtubules les moins dynamiques, sont ancrés et 
stabilisés au centrosome, tandis que les bouts « + », plus dynamiques, polymérisent et se 
dirigent vers la périphérie de la cellule.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 26 : Nucléation, relâche 
et ancrage des microtubules. 
Les microtubules sont nucléés à 
partir de la matrice péri-
centriolaire. Après leur relâche, 
ils peuvent être soit ancrés aux 
appendices subdistaux, soit 
définitivement libérés dans le 
cytoplasme. L’aster de 
microtubules est polarisé, les 
bouts « -» ancrés au centrosome 
et les bouts « + » orientés vers la 
périphérie de la cellule. 
Figure extraite de Kloc et al. 
(2013). 
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Comme vu dans le 2ème chapitre, la dynéine, moteur moléculaire associé aux 
microtubules, joue un rôle essentiel dans la connexion entre les bouts « -» des microtubules et 
les appendices subdistaux du centriole père (Kodani et al. 2013). Elle est par ailleurs impliquée 
dans le trafic intracellulaire, qui à l’inverse de la kinésine, se déplace le long des microtubules 
vers le bout « -».  
Les microtubules émanant du centrosome explorent ainsi tout l’espace intracellulaire. Ils 
captent, sentent, sondent et collectent toutes les informations issues de la membrane cellulaire 
mais aussi issues de certaines organelles avec lesquelles il est connecté, comme le noyau et 
l’appareil de Golgi. Le centrosome intègre et collecte tous les signaux pouvant déclencher une 
réponse cellulaire comme la réorientation du centrosome par exemple.  
 
Connecté au réseau de microtubules, le centrosome est aussi associé aux filaments 
intermédiaires et au cytosquelette d’actine. Il a été rapporté dans les années 1990 que la 
vimentine était organisée en réseau à proximité du centrosome et plus particulièrement, elle 
serait attachée au centrosome via des protéines du PCM (Trevor et al. 1995). Un centre 
organisateur de filaments intermédiaires a même été évoqué. Cependant, de part les difficultés 
techniques pour les observer, cette hypothèse reste encore controversée et il subsiste encore 
des zones d’ombre concernant la nature et la fonction de cette association avec le centrosome. 
Plus récemment, des études protéomiques révèlent la présence de protéines de liaison à 
l’actine au centrosome. Hubert et collaborateurs observent par immunofluorescence, la co-
localisation de la tubuline gamma (marqueur du centrosome) avec le complexe Arp2/3, 
impliqué dans la nucléation des filaments d’actine. Ils parviennent même à distinguer des 
filaments d’actine émanant du centrosome. La purification de centrosomes a permis de pallier la 
difficulté d’observer une possible interaction entre cette organelle et le cytosquelette d’actine 
puisque tout le cytosquelette de la cellule est éliminé. De façon surprenante et originale, il a été 
démontré dans notre laboratoire que le centrosome n’est pas qu’un centre organisateur de 
microtubules mais aussi un centre organisateur d’actine (Farina et al 2015).  
 
B. Connexion du centrosome avec d’autres organites intracellulaires 
 
Dans les cellules en interphase, le centrosome est fortement connecté avec le noyau et 
l’appareil de Golgi. Ces connexions établissent des liens non seulement physiques mais aussi 
fonctionnels (Figure 27).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
    
Figure 27: Photos de cellules en interphase illustrant la 
proximité physique du centrosome (vert) avec l’appareil de 
Golgi (roue) et le noyau (bleu) 
Figure extraite de Sütterlin & Colanzi (2010). 
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a. Connexion avec le noyau 
 
Le centrosome interagit étroitement avec le noyau. En effet, ce lien est assez robuste 
pour résister à la lyse cellulaire et à l’isolement du noyau (Bornens 2012). Il est permis grâce à 
l’association de plusieurs protéines formant le complexe LINC (linker of the nucleoskeleton and 
cytoskeleton). Ces protéines situées au niveau de la membrane interne et externe de l’enveloppe 
nucléaire relient le cytosquelette du noyau (ou lamina nucléaire) aux trois éléments du 
cytosquelette cytoplasmique : les microtubules, l’actine et les filaments intermédiaires Figure 
28).   
Différentes protéines nommées nesprines (Nuclear Envelope Spectrin repeat proteins) 
sont ancrées dans les deux membranes de l’enveloppe nucléaire via leur domaine 
transmembranaire situé en C terminal, nommé KASH (Klarsicht/ANC-1/Syne homology). Elles 
sont par ailleurs en contact direct avec le cytosquelette de part leur extension cytoplasmique 
grâce à la présence de différents motifs en N terminal. Chez les vertébrés, les nesprines 
possèdent différentes spécificités d’interaction avec le cytosquelette : les nesprines « Giant » 1 et 
2 se lient essentiellement à l’actine mais aussi avec le réseau de microtubules (directement ou 
indirectement), la nesprine 3 avec les filaments intermédiaires via la plectine, et la nesprine 4 
indirectement avec les microtubules émanant du centrosome via la kinésine (Gerlitz & Bustin 
2011; Mellad et al. 2011).  
Les nesprines sont recrutées à l’enveloppe nucléaire par deux protéines SUN (SUN : 
Sad1-UNC84): SUN1 et SUN2 qui sont les plus exprimées dans les cellules de mammifères. Elles 
occupent l’espace périnucléaire situé entre les deux membranes de l’enveloppe nucléaire et sont 
connectées avec la lamina nucléaire via les protéines comme l’émerine, la lamine de type A et 
des protéines de liaison avec la chromatine (Chang et al. 2015). Ainsi le complexe LINC permet 
de relier physiquement le cytosquelette nucléaire (via les protéines SUN) au cytosquelette 
cytoplasmique (via les nesprines). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Outre les protéines nesprines 1, 2 et 4, d’autres protéines connectent directement le 
noyau avec le centrosome. Par exemple, l’émerine, une protéine située dans la lamina nucléaire 
est capable de connecter directement le noyau avec le centrosome. En effet, une fraction de cette 
Figure 28 : Schéma 
illustrant le complexe 
LINC permettant la 
connexion entre le 
noyau et les trois 
réseaux du 
cytosquelette.  
Figure extraite de 
Mellad et al. (2011). 
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protéine se situe également au niveau de la membrane externe de l’enveloppe nucléaire et se lie 
directement avec la tubuline béta des microtubules (Salpingidou et al. 2007).  
Un des rôles joués par le complexe LINC est de faciliter la connexion noyau/centrosome 
et de réguler la distance entre ces deux organelles. Deux exemples, témoignent de l’importance 
de cette connexion pour le bon fonctionnement de l’organisme. Il a été rapporté que les 
nesprines 1 et 2 interagissent avec les microtubules par le biais du complexe dynéine/dynactine 
et de la kinésine, rapprochant ou éloignant respectivement le noyau du centrosome (Figure 29). 
Ces interactions influencent ainsi la distance entre le noyau et le centrosome, nécessaire 
notamment lors de la migration neuronale dans le cerveau murin en développement. En effet, la 
déplétion simultanée des nesprines 1 et 2 entraine la mort périnatale de ces souris, causée par 
un détachement du couple noyau/centrosome. Le défaut de migration neuronale consécutif à 
cette distance augmentée entre les deux organelles explique les anomalies du développement 
cérébral (Zhang et al. 2009).  
 
 
 
 
Un défaut d’un des composants du complexe LINC peut causer une force de transmission 
altérée entre le cytosquelette et le noyau et ainsi contribuer au développement de dystrophies et 
de cardiomyopathies dilatées appartenant au groupe des laminopathies (Hale et al. 2008; 
Lombardi et al. 2011). Dans ces situations, la sensibilité des cellules au stress mécanique est 
nettement augmentée résultant en l’activation de réponse au stress et même de voies 
apoptotiques (Gundersen & Worman 2013). De façon plus précise, l’inhibition des protéines 
émerine et lamine de type A individuellement dans les fibroblastes embryonnaires de souris 
résulte en une augmentation de la distance noyau/centrosome (Hale et al. 2008; Salpingidou et 
al. 2007).  
En lien étroit avec le centrosome, la position des deux organelles est interdépendante, un 
mouvement du noyau peut entrainer un déplacement du centrosome et vice versa.  
 
b. Connexion avec l’appareil de Golgi  
 
Dans les cellules non polarisées en interphase, l’appareil de Golgi, tout comme le 
réticulum endoplasmique, se situe à proximité du centrosome dans la zone périnucléaire. Il 
prend l’aspect d’un ruban de lamelles ou citernes aplaties, interconnectées les unes aux autres.  
Figure 29: Modèle illustrant les forces 
exercées par les microtubules sur l’enveloppe 
du noyau via le complexe dynéine/dynactine 
et la kinésine. Les protéines SUN1 et SUN2, 
connectées à la lamine B interagissent avec 
les nesprine 1/Syne-1 et nesprine 2/Syne-2. 
Lors de la migration neuronale et à certains 
moments du cycle cellulaire, elles 
interagissent soit avec le complexe 
dynéine/dynactine afin de rapprocher le 
noyau du centrosome, soit avec la kinésine 
afin d’éloigner ces deux organelles. Figure 
extraite de Zhang et al. (2009). 
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La relation entre le centrosome et l’appareil de Golgi s’étend au delà de la proximité 
physique et implique des interactions fonctionnelles. De nombreux contextes cellulaires 
nécessitent un positionnement de l’appareil de Golgi adjacent au centrosome, afin de polariser le 
trafic vers une localisation bien définie (le front avant pour une cellule en migration, le corps 
basal ancré à la membrane plasmique lors de la ciliogénèse etc.).  
Chez les mammifères, cette localisation non aléatoire du ruban Golgien près du 
centrosome nécessite à la fois l’intervention du réseau de microtubules et le cytosquelette 
d’actine. Le réseau de microtubules permet la maintenance structurale du ruban de l’appareil de 
Golgi, mais aussi son positionnement. Ces mécanismes sont guidés par la dynéine, son absence 
résultant en la fragmentation et la dispersion dans le cytoplasme des fragments et un défaut de 
positionnement de l’appareil de Golgi (Harada et al. 1998). Les kinésines, localisées à l’appareil 
de Golgi, entrent aussi en jeu (Barker et al. 2015). Par ailleurs, l’appareil de Golgi est capable de 
nucléer des microtubules dont la dynamique et l’orientation diffèrent de ceux provenant du 
centrosome. En effet, contrairement aux microtubules centrosomaux qui forment un aster, ceux 
de l’appareil de Golgi s’orientent préférentiellement vers le front avant d’une cellule en 
migration afin de faciliter l’apport de composants nécessaires à la migration (Miller et al. 2009). 
Enfin, des filaments d’actine localisées au niveau de l’appareil de Golgi interviendraient 
également dans la maintenance de la position péricentriolaire de l’appareil de Golgi (Sütterlin & 
Colanzi 2010a). 
 
2. Repositionnement du centrosome lors de polarisation cellulaire 
 
A. Polarité cellulaire: définition 
 
La polarité cellulaire désigne l’ensemble des mécanismes impliqués dans l’organisation 
asymétrique structurale et fonctionnelle de la cellule. La distribution asymétrique de protéines, 
de lipides, d’ARN et des organites cellulaires comme le noyau, le centrosome et l’appareil de 
Golgi est nécessaire pour la détermination du devenir de la cellule, la différenciation, la 
division…  
La cellule polarisée se caractérise par la formation de deux domaines exclusifs mais 
structurellement associés, distincts en terme de composition lipidique et protéique. Leur 
position relative est associée à la localisation non aléatoire du couple noyau/centrosome, 
définissant ainsi un axe de polarité, observé en 1883 par Van Beneden Figure 30 a). Par ailleurs, 
la position du centrosome définit un centre et une périphérie. Dans de nombreux types 
cellulaires cultivés in vitro en interphase, le centrosome se trouve au centroïde ou centre 
géométrique de la cellule (Dujardin, Vallee 2002). 
Cet axe est observé dans les cellules dites « non polarisées ». En effet, une cellule est en 
réalité toujours polarisée dans le sens où le trafic et le cytosquelette sont intrinsèquement 
polarisés. La nucléation des microtubules par le centrosome est symétrique, mais du fait de la 
présence d’un obstacle physique dû à la présence du noyau, la croissance des microtubules tend 
à s’orienter vers l’avant de la cellule (côté opposé au noyau). De plus, l’appareil de Golgi étant en 
étroite association avec le centrosome, le trafic intracellulaire empruntant les rails formés par 
les microtubules est par conséquent polarisé vers l’avant de la cellule Figure 30 b) (G W Gant 
Luxton & Gundersen 2011).  
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Figure 30 : Organisation intracellulaire 
a/ Dessin de Van Beneden illustrant l’axe noyau/centrosome. Celui-ci définit un axe de polarité 
interne à la cellule 
b/ La présence physique du noyau affecte la distribution spatiale des microtubules naissant au 
centrosome et irradiant le cytoplasme. Du fait de l’organisation anisotropique des microtubules, le transport 
vésiculaire issu de l’appareil de Golgi est polarisé. 
Figure extraite de G. W Gant Luxton & Gundersen (2011). 
 
 
 Si le phénomène de polarisation est observable dans une cellule « non polarisée », il est 
d’autant plus remarquable en réponse à différents stimuli internes ou externes (contacts 
cellule/cellule, facteurs de croissance, matrice extracellulaire), car il s’accompagne de 
changements morphologiques importants comme la formation de domaines asymétriques.  
Dans la majorité des types cellulaires, cette polarité morphologique est associée à un 
alignement de l’axe noyau/centrosome contribuant à l’établissement et à la maintenance de la 
polarité (G W Gant Luxton & Gundersen 2011). L’orientation de l’axe noyau/centrosome lors de 
la polarisation implique un repositionnement du noyau mais aussi, plus particulièrement un 
repositionnement du centrosome grâce à d’importants réarrangements du cytosquelette.  
 
B. Polarisation du centrosome dans différents contextes cellulaires 
 
Le positionnement du centrosome n’est pas aléatoire et un défaut de localisation conduit 
à la survenue de désordres cellulaires pouvant même causer des pathologies. L’objectif de ma 
thèse est de décrypter les mécanismes régulant le positionnement du centrosome lors de la 
ciliogénèse, car ils sont peu documentés à l’heure actuelle. En revanche, ceux régissant la 
réorientation du centrosome lors d’autres processus biologiques comme la migration, la division 
ou encore la formation de la synapse immunologique sont bien décrits et peuvent être source 
d’inspiration. Ces trois modèles seront présentés ci-après. Dans un premier temps, l’organisation 
du cytosquelette ainsi que la position du centrosome seront décrites dans les trois processus 
biologiques polarisés. Les acteurs induisant la polarité, impliqués dans la régulation du 
mouvement du centrosome, seront exposés dans la partie suivante.   
Chaque modèle permet d’apporter des pièces au puzzle. Bien que les voies de 
signalisation contrôlant le positionnement du centrosome diffèrent selon la nature du signal et 
le type cellulaire, les différents systèmes montrent des similitudes évidentes, à la fois dans les 
molécules de signalisation impliquées, et dans les mécanismes responsables du mouvement du 
centrosome. En effet, tous requièrent la réorganisation du cytosquelette et la participation de 
moteurs moléculaires. La différenciation des cellules épithéliales ciliées étant aussi associée au 
remodelage du cytosquelette, certains acteurs peuvent être similaires. 
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a. Cas de la division cellulaire 
 
 Lors de l’engagement des cellules en mitose, les centrosomes préalablement dupliqués, 
s’orientent vers chacun des pôles de la cellule. Les microtubules nucléés sont alors très 
dynamiques. Ils forment une structure spécifique dédiée à la ségrégation des chromosomes, 
assurant ainsi une répartition égale du matériel génétique dans les deux cellules filles (Figure 
33) (Wittmann et al. 2001). Bien qu’ils ne soient pas indispensables au processus mitotique, les 
centrosomes sont en revanche essentiels pour la détermination de l’orientation du fuseau 
mitotique.  
 Dans le cas de la division, l’axe noyau/centrosome n’est plus évoqué, c’est l’axe défini par 
la position des deux centrosomes relatif aux pôles de la cellule ou du tissu qui prime et qui 
détermine l’orientation du fuseau, et ainsi le type de division. Qu’elles soient symétriques ou 
asymétriques, les divisions contribuent à générer des cellules correctement disposées pour 
former un tissu avec une cohérence structurale et fonctionnelle (Noatynska et al. 2012).   
 Concernant l’organisation du cytosquelette, l’actine subit un réarrangement drastique 
associé à une augmentation de la rigidité corticale conférant à la cellule sa forme arrondie 
caractéristique (Heng & Koh 2010). Quant aux microtubules, ils s’orientent à la fois vers le 
centre de la cellule pour interagir avec les chromosomes via les kinétochores et vers le cortex. 
Les microtubules astraux (ceux qui sont dirigés vers le cortex) connectent le fuseau mitotique au 
cortex et contrôlent ainsi son orientation. 
   
 
 
 
 
 
 
 
 
   
  
 Ces exemples illustrent l’importance du remodelage du cytosquelette et du 
positionnement du centrosome lors de différents processus biologiques. Il est donc nécessaire 
de comprendre les mécanismes mis en jeu lors du repositionnement du centrosome.  
 
b. Cas de la migration cellulaire 
 
 La polarisation d’une cellule en migration se définit ici par la présence de deux domaines 
structuralement et fonctionnellement opposés: le front avant de migration et le front arrière de 
rétractation (Figure 31). Ces deux domaines sont organisés en réseaux spécifiques constitués de 
deux grandes structures d’actine. Le front avant, orienté dans le sens de la migration, se 
compose de protrusions membranaires. Cette région est appelée lamellipode et est constituée de 
réseaux de filaments d’actine dits « branchés ». Ce domaine assure ainsi une large surface de 
contact avec la matrice extracellulaire. Alors qu’à l’avant de la cellule, les filaments d’actine sont 
en constante polymérisation pour générer l’extension de la membrane, au front arrière de la 
cellule, les filaments sont organisés en fibres contractiles ou fibres de stress. Décorés par la 
Figure 31: Cellule en cours de 
mitose.  
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myosine II, ils induisent le désassemblage des filaments d’actine, permettant la rétractation de la 
cellule et le détachement des adhésions du support (Vicente-Manzanares et al. 2005). Les 
adhésions focales, véritables senseurs de la rigidité de la matrice extracellulaire subissent un 
processus de maturation en adhésions focales.  
 Quant au réseau de microtubules, il est également orienté vers le front avant et cible les 
adhésions focales. La réorientation de ce réseau régule le trafic et est couplé avec le 
repositionnement des microtubules issus de l’appareil de Golgi vers le front de migration 
(Efimov et al. 2007).  
 Le centrosome se situe dans la majorité des types cellulaires entre le noyau et le front 
avant, s’orientant ainsi dans le sens de la migration. Il favorise ainsi la direction préférentielle 
des bouts « + » des microtubules le long de l’axe de migration vers ce même domaine pour 
l’apport de vésicules, ARNm et protéines. Même si plusieurs études attribuent un rôle leader du 
centrosome dans la coordination de la migration directionnelle, certains types cellulaires comme 
les cellules Ptk (male rat kangaroo kidney epithelial cells), les leucocytes et les cellules 
neuronales de poissons zèbres (expérience in vivo) font exception à la règle. En effet, le 
centrosome étant observé à l’arrière du noyau, l’axe noyau/centrosome ne corrèle donc pas avec 
la direction de la migration (Distel et al. 2010; Yvon et al. 2002; Stinchcombe & Griffiths 2014). 
 
 
 
   
 
 
 
 
 
 
   
 
 
 
 
 
 
Figure 32 : Réorganisation du cytosquelette dans les cellules en migration 
Vues de dessus 
A gauche : cellule non stimulée 
A droite : cellule polarisée en cours de migration. Le centrosome se situe dans la majeure partie des types 
cellulaires entre le noyau et le front avant, créant un axe noyau/centrosome dirigé vers le front de migration. 
 
c. Cas de la formation d’une synapse immunologique  
 
 L’intérêt de ce modèle porte sur le fait de sa similitude morphologique, moléculaire et 
fonctionnelle avec la cellule ciliée. De fait, la synapse immunologique pourrait représenter un cil 
modifié, même si elle est incapable de former un cil primaire (Stinchcombe & Griffiths 2014; 
Reiter & Griffiths 2013).  
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Figure 33 : Réorganisation du cytosquelette dans les lymphocytes 
A gauche : lymphocyte T non stimulé en cours de migration.  
A droite : suite à un contact du lymphocyte T avec une cellule cible ou une cellule présentatrice d’un antigène. 
 
  
 L’interaction d’un lymphocyte (cellule NK ou lymphocyte T) avec une cellule infectée 
déclenche la destruction rapide de la cellule cible ou de la cellule présentatrice d’antigène grâce 
au relargage de protéines lytiques. Très rapidement, le site de contact se réorganise pour former 
la synapse immunologique (Figure 32). La polarisation de la machinerie sécrétoire implique un 
réarrangement important du cytosquelette qui s’oriente alors vers la cellule cible. L’événement 
le plus remarquable concerne la réorientation du centrosome à la synapse. Alors qu’il est 
positionné derrière le noyau dans les cellules en migration, il est soudainement transloqué 
depuis l’uropode jusqu’au contact de la région synaptique en quelques minutes. Cet événement 
est donc crucial pour le transport des granules cytotoxiques le long des microtubules eux aussi 
réorientés (Stinchcombe & Griffiths 2014; Ritter et al. 2013).  
 Le cytosquelette subit également un réarrangement. Une contraction des filaments 
d’actine induite par la présence de la myosine II à l’arrière de la cellule a été rapportée (Liu et al. 
2013). De façon plus localisée, la synapse immunologique est dépourvue d’actine corticale au 
moment du contact avec la cellule cible et avant la migration du centrosome (Ritter et al. 2015). 
 
3. Mécanismes impliqués dans le centrage et le décentrage du centrosome 
 
A. Différentes forces appliquées au centrosome  
 
 Comme vu précédemment, les cellules non stimulées (ou non polarisées) possèdent un 
centrosome situé au centre géométrique de la cellule. Cette position non aléatoire dite de 
centrage est maintenue grâce à différents types de forces antagonistes exercées par le 
cytosquelette. 
 Un des papiers phares révélant l’implication des trois forces sur le centrage du 
centrosome est celui de Burakov et collaborateurs en 2003. Travaillant avec des cellules BS-C-1 
(cellules rénales de singe) en interphase, ils ont utilisé différents perturbateurs du cytosquelette 
et observé les conséquences sur le positionnement du centrosome initialement centré. Ils 
confirment dans cette étude l’intervention des deux types de forces dépendantes des 
microtubules dites de traction (« pulling force ») et de poussée (« pushing force ») ainsi qu’une 
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force de poussée centripète dépendante du cytosquelette d’actine (Figure 34) (Burakov et al. 
2003).  
  
La croissance des bouts « + » des microtubules est à l’origine des forces de poussée. En effet, 
lorsque les microtubules poussent la membrane en polymérisant, une force mécanique est créée 
en retour, déplaçant par conséquent le centrosome dans la direction opposée. Les forces de 
traction sont générées par les dynéines sur les microtubules. Ancrées au cortex ou réparties 
dans le cytoplasme, en se déplaçant vers l’extrémité « -»  des microtubules, elles tirent sur les 
microtubules. La contractilité des filaments d’actine induite par la myosine II joue également un 
rôle, apparemment moins prédominant, dans le positionnement du centrosome. Elle tend à 
centrer le centrosome. 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
a. Forces exercées par les microtubules 
    
Instabilité dynamique et régulation de la dynamique des microtubules 
 
 Les forces générées par les microtubules sur le centrosome sont très étudiées.  Qu’elles 
soient de poussée ou de traction, elles peuvent être modulées du fait de la dynamique 
intrinsèque des microtubules.  
 Les microtubules ont une croissance polarisée puisque chacune de leur extrémité 
montre des vitesses de polymérisation différentes. A l’inverse des bouts « - »  ancrés et stabilisés 
au centrosome, les bouts « + » explorant le cytoplasme sont dynamiques, ils peuvent alterner de 
façon aléatoire entre une longue phase de croissance et une phase de dépolymérisation plus 
rapide. Cette dynamique génère ainsi d'importantes fluctuations dans la longueur des 
microtubules. Ce comportement appelé instabilité dynamique, implique des phases dites de 
catastrophes (transition entre croissance et dépolymérisation) et à l’inverse des phases dites de 
sauvetage ou « rescue » (Figure 35) (Mitchison & Kirschner 1984).  
 Cette propriété d’instabilité dynamique permet aux microtubules d’explorer l’espace 
cellulaire, afin d’interagir avec différents partenaires comme le cortex où ils pourront être 
capturés. L’ancrage spécifique des bouts « + » de microtubules au cortex ainsi que la 
réorganisation du réseau de microtubules représentent une étape indispensable au processus de 
polarisation.  
Figure 34 : Cellule en 
interphase. La position centrée 
du centrosome est la résultante 
d’un équilibre entre 3 types de 
forces. Figure extraite de 
Burakov et al. (2003). 
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 Par ailleurs, la dynamique des microtubules est sous le contrôle de protéines s’associant 
spécifiquement aux bouts « + » ou « - ». Certaines protéines appartenant à la famille des MAPs 
(microtubule-associated proteins) se lient aux microtubules et régulent la dynamique des 
microtubules en les stabilisant. C’est le cas des protéines Tau, MAP2, MAP4, les deux premières 
étant plus fortement exprimées dans les cellules neuronales. Une famille particulière des MAPs 
concerne les protéines appelées +TIPS (microtubules plus-end tracking proteins). Elles ont la 
particularité de se lier spécifiquement aux bouts « + » des microtubules en croissance. Dans 
cette catégorie, nombreuses sont celles qui sont impliquées dans la stabilisation des 
microtubules en les connectant au cortex. On peut citer les CLASPs (cytoplasmic linker protein-
associated proteins), ACF7 (ATP dependent chromatin assembly and remodelling factor 7), 
toutes deux stabilisent les microtubules au cortex, ou encore APC (adenomatous polyposis coli). 
Quand aux protéines EB1 et EB3 de la famille EB (end-binding), elles empêcheraient les 
phénomènes de catastrophes (van der Vaart et al. 2009).  
 Les dynéines jouent également un rôle non négligeable dans la dynamique des 
microtubules. Elles se lient aux extrémités « + » des microtubules et peuvent réguler leur 
dynamique, de façon opposée selon les contextes (Laan et al. 2012; Hendricks et al. 2012). Dans 
certains cas, elles permettent le regroupement et la capture des microtubules au cortex 
notamment. Ainsi, elles retarderaient les phénomènes de catastrophes, stabilisant les bouts « + » 
des microtubules, exerçant par conséquent une tension sur les microtubules (Hendricks et al. 
2012). 
 D’autres facteurs sont plus spécifiquement impliqués dans le désassemblage des 
microtubules comme certaines MAPs, la famille des kinésine 13 (Kif2A, Kif2B et Kif2C), des 
kinésine-8s, des kinésines 14s, la stathmine etc. 
 Les modifications post-traductionnelles de la tubuline régulent aussi la dynamique des 
microtubules et participent à la polarisation du réseau de microtubules. Les détyrosinations, 
glutamylations, acétylations ou encore glycylations sont généralement couplées à une 
augmentation de la stabilité des microtubules du fait de leur capacité à recruter des MAPs ou en 
affectant l’activité des moteurs liés aux microtubules. A titre d’exemple, la tyronisation de la 
tubuline favorise le recrutement de facteurs stabilisant ou encore l’interaction notamment avec 
p150glued, une sous unité de la dynactine associée à la dynéine (De Forges et al. 2012). 
L’acétylation de la tubuline a également été rapportée lors de polarisation de cellules comme la 
Figure 35 : Instabilité dynamique des microtubules et 
régulation de leur dynamique 
La croissance des microtubule est due à l’addition de 
tubuline à l’extrémité « + » (en haut de l’image) alors 
que la dépolymérisation est due à la dissociation 
d’oligomères (phase de raccourcissement) (en bas de 
l’image). Les transitions d’un état à un autres sont 
appelées catastrophe et sauvetage. Figure extraite de 
De Forges et al. (2012). 
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formation d’axones ou encore dans les cellules épithéliales différenciées (De Forges et al. 2012; 
Quinones et al. 2011).  
 Le comportement dynamique des microtubules peut donc résulter de l’instabilité 
dynamique (propriété intrinsèque des microtubules) mais aussi de l’interaction avec des 
protéines de régulation et de modifications post-traductionnelles. La dynamique des 
microtubules n’est pas équivalente dans toute la cellule. Certaines sous populations de 
microtubules peuvent être plus stables dans certaines régions, alors que d’autres seront plus 
dynamiques. Ces évènements régulent par conséquent les forces (qu’elles soient de poussée ou 
de traction), agissant sur le positionnement du centrosome. 
 
Forces de poussée et de traction 
 De nombreuses études expérimentales dites in vitro, c’est à dire réalisées dans des 
microsystèmes ou des chambres micro-fabriquées, s’affranchissent de la complexité cellulaire. 
Elles ont permis de compléter et de mieux appréhender le mode d’action et la contribution de 
chaque force dépendante des microtubules dans le centrage/décentrage du centrosome.  
 Concernant les forces de poussée, elles sont dépendantes de la répartition des points de 
contact entre les microtubules et le cortex, conséquence de la distribution des microtubules. Par 
ailleurs, la dynamique ainsi que la géométrie de la cellule ou de la chambre sont des paramètres 
à considérer dans le comportement des forces. Considérons par exemple une géométrie 
circulaire, des analyses théoriques tendent à montrer qu’une distribution isotrope des 
microtubules aura un effet de centrage du centrosome. En effet, les microtubules les plus courts 
et les plus proches de la périphérie génèrent plus de force et ainsi entrainent le centrosome vers 
la direction opposée (Figure 36 : schéma de gauche). A l’inverse, dans le cas d’une distribution 
des microtubules anisotrope, les microtubules les plus longs c’est à dire les plus éloignés du 
cortex du fait de leur accumulation, conduit à un décentrage du centrosome dans la direction 
opposée (Figure 36 : schéma de droite) (Pavin et al. 2012). 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
  Distribution des microtubules isotrope  Distribution des microtubules anisotrope 
 
Figure 36 : Les forces de poussée exercées par les microtubules contre le cortex dans une chambre circulaire 
sont dépendantes de la distribution des microtubules. 
A/ les microtubules sont distribués de façon homogène, les points de contact au cortex sont également 
répartis de façon homogène. Dans ce cas, les microtubules étant plus courts à gauche, ils exercent une tension 
de répulsion plus forte, déplaçant le centrosome du côté opposé (effet de centrage) 
B/ les microtubules s’accumulent dans la région opposée au centrosome, influant sur la répartition des points 
de contacts au cortex. Ces points de contacts sont rapprochés dans cette même région créant une force qui 
déplace le centrosome vers la gauche (force de décentrage). 
Schéma modifié à partir de Pavin et al. (2012).  
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 Les études réalisées par Holy et collaborateurs ainsi que par Laan et collaborateurs ont 
permis de montrer la contribution des forces de traction et de poussée dépendantes des 
microtubules.  Des centrosomes ont été purifiés à partir de cellules et placés dans des chambres 
micro-fabriquées carrées, leur permettant d’étudier le positionnement d’un aster en réponse à la 
géométrie. Dans le cas où les microtubules sont trop courts pour explorer tout l’espace de la 
chambre, l’aster de microtubule est totalement décentré (Figure 37 : schéma de gauche). En 
revanche, lorsqu’ils sont assez longs pour atteindre les bords de la chambre, ils peuvent, soit 
s’arrêter de pousser, soit se courber s’ils continuent de polymériser. Ces forces de compression 
poussent le centrosome vers le centre géométrique (Figure 37 : Schéma du centre) (Holy et al. 
1997). La présence de dynéines au cortex améliore le centrage du centrosome. Dans ce cas, les 
dynéines ont capturé les microtubules au cortex contrôlant leur longueur. La balance des deux 
types de forces (traction et poussée) conduit l’aster au centre de la chambre (Figure 37 : Schéma 
de droite) (Laan et al. 2012). 
 
A    B     C 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 37 : Effet des forces de poussée et de traction sur le centrage de l’aster de microtubules. Adaptation 
des résultats de deux études réalisées par Holy et collaborateurs et Laan et collaborateurs (Laan et al. 
(2012); Holy et al. (1997)). 
A/ l’aster est dans l’incapacité de se centrer étant donné la taille réduite des microtubules qui ne peuvent 
sonder les bords de la chambre 
B/ les forces de poussée induites par la croissance des microtubules en atteignant les bords de la chambre 
recentrent l’aster  
C/ La présence des dynéines corticales (carré vert) a un effet de traction sur les microtubules (flèches 
rouges). Cette force, supplémentée par les forces de poussée (flèches bleues) permet un centrage parfait de 
l’aster. 
Figure extraite de Vignaud et al. (2012).  
 
 
 Dans ce cas, la distribution de la dynéine au cortex est homogène. Il est important de 
garder à l’esprit que pour une même géométrie, les forces de tractions peuvent être modifiées en 
cas de répartition asymétrique ou limitée des dynéines, ou en cas de présence de dynéines 
cytoplasmiques (Grill & Hyman 2005). Par ailleurs il existerait aussi des forces exercées par les 
kinésines sur les microtubules. Créant des forces opposées à celles de traction générées par les 
dynéines, elles sembleraient de faibles amplitudes.  
  
 Le confinement géométrique est aussi un paramètre important influant sur l’auto-
organisation des microtubules. Pinot et collaborateurs étudient le comportement des asters de 
microtubules issus d’extrait cellulaires d’œufs de Xénope placés à l’intérieur de gouttelettes 
lipidiques de différentes tailles (Pinot et al. 2009). Celui-ci dépend du confinement spatial. En 
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effet, dans une gouttelette de grand volume (plus large que 29 µm), seuls quelques microtubules 
peuvent atteindre les bords et l’aster est donc stabilisé au centre géométrique. Dans des 
gouttelettes de diamètres oscillants entre 11 et 29 µm, les microtubules tendent à être plus 
longs que le rayon de la gouttelette. N’étant pas physiquement liés avec l’interface de la goutte, 
les microtubules forment des demi-asters décentrés créant une brisure de symétrie. Une 
diminution du volume de la gouttelette contraint d’autant plus les microtubules mécaniquement 
qu’ils n’ont pas d’autre choix que de glisser le long de la périphérie. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 38 : Brisure de symétrie de l’organisation des microtubules induite par le confinement spatial 
Echelle 10 µm 
A/ Gouttelette dont le diamètre est supérieure à 29 µm : l’aster de microtubules est centré 
B/ Gouttelette avec un diamètre entre 11 et 29 µm : formation d’un demi-aster décentré 
C/ Gouttelette avec un diamètre inférieur à 11 µm : les microtubules glissent le long des bords de la 
gouttelette et s’alignent avec eux.  
Figure extraite de Pinot et al. (2009). 
 
 
b. Forces dépendantes de l’actine et de la myosine 
 
 Les filaments d’actine sont des polymères semi-flexibles capables de s’organiser en 
diverses structures, générant différents types d’architectures cellulaires comme le réseau 
branché dans le lamellipode, et des structures alignées dans les filopodes et les fibres 
contractiles (regroupant les fibres de stress ventrales et arcs transverses). Chaque architecture 
d’actine possède une fonction bien définie selon la localisation dans la cellule (Figure 39). Dans 
le cas d’une cellule en migration, le lamellipode se situe au niveau du front avant de la cellule. La 
polymérisation constante de nouveaux filaments d’actine en réseau branché, dictée entre autre 
par le complexe Arp2/3, y est active, poussant la membrane vers l’avant, formant des 
protrusions membranaires. Cette membrane génère en retour une résistance à la 
polymérisation. Sous la tension membranaire et s’associant avec des protéines de liaison à 
l’actine comme l’alpha-actinine et la myosine II (une protéine motrice des filaments d’actine), les 
filaments s’assemblent et s’alignent parallèlement au front avant, tout en se dirigeant vers 
l’intérieur de la cellule, en direction du noyau sous l’effet de la contraction. Ils subiront ensuite 
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une phase de désassemblage en arrivant dans la zone centrale où se trouve généralement le 
noyau. Ce phénomène est appelé flux rétrograde (Hotulainen & Lappalainen 2006). Il est 
maintenant bien établi que les filaments d’actine créent des contacts physiques avec les 
microtubules. Le flux des arcs transverses produit ainsi des forces mécaniques suffisantes pour 
promouvoir un mouvement centripète de certains microtubules associés aux filaments d’actine 
(Salmon et al. 2002). Ce phénomène est observé dans l’étude de Burakov et vient s’ajouter aux 
deux types de forces exercées par les microtubules détaillées précédemment, même s’il ne 
semble pas prédominant. 
 Avec les arcs transverses, les fibres de stress ventrales représentent la catégorie des 
fibres contractiles. Les fibres de stress sont reliées à chaque extrémité par les adhésions focales 
et décorées de myosines II. Elles sont dotées d’une capacité de mécanosensation via les 
adhésions avec le substrat et la maturation des adhésions (Blanchoin et al. 2014). Nous verrons 
par la suite que la contractilité des fibres de stress induite par la myosine II est probablement 
impliquée lors de la réorientation du centrosome dans certains contextes biologiques comme la 
formation de la synapse immunologique. 
   
 
 
          arc transverse 
 
 
            
           
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 39 : Représentation des différents types d’assemblage des filaments d’actine dans la cellule 
i/ le cortex cellulaire, fine couche de filaments d’actine, en contact avec la membrane cellulaire  
ii/ fibre de stress contractile 
iii/ le lamellipode structuré par un réseau branché et connecté de filaments d’actine 
les arcs transverses prenant naissance sous le lamellipode 
Figure extraite de Blanchoin et al. (2014). 
 
 Par ailleurs, p160ROCK, une protéine kinase dépendante de Rho et impliquée dans 
l’organisation de l’actine possède une localisation centrosomale. Elle a été identifiée pour son 
rôle dans le maintien de la position centrée du centriole père dans les cellules HeLa en 
interphase. L’inhibition de la contractilité induit un déséquilibre du positionnement du 
centrosome qui se promène alors le long de la membrane plasmique (Chevrier et al. 2002).  
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B. Signaux de polarité sous jacents au positionnement du centrosome 
  
 Comme vu précédemment, la polarité se définit par une brisure de symétrie, à la fois 
dans la forme de la cellule, l’organisation du cytosquelette, la distribution de constituants 
cellulaires et le trafic intracellulaire. Elle permet à la cellule d’acquérir une fonction spécifique. 
Des organismes unicellulaires aux métazoaires, la polarité est une caractéristique intrinsèque à 
chaque cellule. La diversité des formes cellulaires corrèle avec des fonctions 
cellulaires spécifiques: la forme allongée des neurones pour favoriser une communication sur de 
longues distances, les cellules jointives d’un épithélium pour former une barrière physique entre 
le milieu intérieur et extérieur etc. Malgré la variété de formes et de fonctions, certains 
mécanismes gouvernant la mise en place de la polarité sont communs (Nelson 2003). La polarité 
implique une organisation de domaines membranaires spécifiques et distincts : les domaines 
apico-basal d’une cellule épithéliale, le front avant et arrière d’une cellule en migration, la 
membrane apicale proche de la synapse immunologique etc.  
 Dans de nombreux cas, la cellule se polarise lorsque la membrane plasmique perçoit des 
changements en un point localisé. Les signaux de polarité concentrés alors à un endroit précis de 
la cellule entrainent une activation spatiale de voies de signalisation, conduisant à une 
réorganisation localisée du cortex et de l’ensemble du cytosquelette. La succession de ces 
événements permet la mise en place de forces asymétriques agissant sur les microtubules et 
contrôlant ainsi la position du centrosome au sein de la cellule. Dans cette partie, je vais 
m’attacher à décrire les principaux signaux de polarité mis en jeu lors de la polarité menant au 
décentrage du centrosome lors de la polarisation. 
  
a. Le cortex cellulaire, les protéines ERM  
 
 Le cortex cellulaire représente le réseau de filaments d’actine s’accumulant sous la 
membrane plasmique. Il contient des protéines importantes pour la polarité : les protéines ERM 
(Ezrine Radixine Moésine). Elles interagissent avec des protéines transmembranaires 
dépendantes du type cellulaire (CD44, CD43 et quelques ICAM) ainsi qu’avec le cytosquelette 
d’actine pour organiser les domaines membranaires spécialisés comme les lamellipodes, les 
filopodes.  
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
Figure 40 : Schéma 
illustrant l’activation des 
protéines ERM et la 
signalisation qui en 
découle. 
Figure extraite de Clucas 
& Valderrama (2015). 
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Les protéines ERM sont recrutées et ancrées dans des régions riches en phosphotidylinositol 
4,5-biphosphate (PtdIns(4,5)P2) via leur domaine N terminal (en bleu sur le schéma de la figure 
40). Le domaine C terminal (en vert sur le schéma de la figure 40) est sujet aux 
phosphorylations, déclenchant le dépliement de la protéine. Lorsque celle-ci possède une 
conformation active, elle est capable d’interagir avec les filaments d’actine pour réorganiser la 
structure de l’actine corticale. 
 
 La ségrégation de l’ezrine en un croissant cortical au stade 8 cellule du développement 
de l’embryon murin constitue une marque précoce de la polarité (Figure 41). 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 41 : L’ezrine est ségrégée au cortex hors de zones de contacts cellule/cellule  au stade 8 cellules au 
cours du développement de l’embryon de souris (rouge : noyau, vert : ezrine)Figure extraite de Louvet et al. 
(1996).  
 
 
 Le rôle des ERM est largement attribué à leur capacité à lier les filaments d’actine à la 
membrane. Cependant, la moésine peut aussi lier directement les microtubules dans des 
conditions in vitro et les stabiliser au cortex dans des conditions in vivo. Cette association 
ERM/microtubules est par exemple importante pour réguler l’organisation du fuseau en 
métaphase (Solinet et al. 2013) 
 
b. Les protéines PAR  
 
 Les protéines PAR (partitioning defective) sont des protéines corticales très étudiées 
étant donné leur implication dans la polarité. Elles ont été identifiées pour la première fois dans 
la cellule-œuf (ou zygote) de C. elegans. Puis elles ont été identifiées dans d’autres organismes 
multicellulaires. De manière générale, les protéines PAR contribuent à la régulation de la 
polarité pendant la division asymétrique, la morphogénèse épithéliale, le développement du 
système nerveux et la migration cellulaire (Tang & Marshall 2012). Leur caractéristique réside 
dans leur capacité à se concentrer spatialement, uniquement dans certaines régions du cortex, 
en réponse à des signaux. En effet, certaines protéines du complexe PAR - PAR3, PAR6 et aPKC 
(atypical protein kinase C) - sont réparties de manière asymétrique lors de la fertilisation du 
zygote de C elegans, lors de la division des neuroblastes de drosophile, mais aussi dans les 
cellules épithéliales de mammifères. En effet, dans les MDCK cultivées en 3D, PAR3 est localisée 
aux jonctions serrées alors que aPKC et PAR6 se positionnent à la membrane apicale et dans le 
cytoplasme (Goldstein & Macara 2007). Elles agissent ainsi sur des cibles incluant des 
régulateurs du cytosquelette d’actine et de microtubules pour élaborer la polarité. Ce processus 
est dynamique, ce qui permet aux structures polarisées de s’adapter aux changements au sein de 
la cellule mais aussi à des changements environnementaux.  
 Le zygote de C. elegans, largement étudié lors de sa polarisation, représente un modèle 
de choix pour comprendre le rôle des protéines PAR et le rôle de leur asymétrie spatiale 
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(Goldstein & Macara 2007). Leur ségrégation créée des gradients indispensables à la mise en 
place de la division asymétrique et de la ségrégation inégale de déterminants pour le devenir de 
la cellule (Figure 42). Le centrosome apporté par le spermatozoïde lors de la fertilisation brise la 
symétrie de l’œuf, sa position spécifiant le pôle postérieur du zygote. Ce processus déclenche 
une asymétrie de la contractilité dépendante des myosines, causant une asymétrie de la 
localisation des protéines PAR. Plus précisément, le complexe PAR est exclu du pôle postérieur 
via le flux cortical et se trouve ainsi enrichi au pôle antérieur alors que PAR1 et PAR2 sont 
ségrégées spatialement au pôle postérieur. L’asymétrie mécanique causée par l’asymétrie de 
contraction du zygote est cruciale pour le maintien de la polarité biochimique et pour le 
positionnement du fuseau mitotique. Les deux cellules filles issues de cette première division 
asymétrique seront ainsi différentes en taille et en potentiel développemental. Elles permettront 
de produire les différents tissus de l’organisme (Nance & Zallen 2011).  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 42 : Asymétrie de la localisation des protéines PAR et de la contractilité lors de la polarisation du 
zygote de C elegans 
A/ Lors de la fertilisation, PAR3 (ligne rouge) est répartie de façon homogène au cortex tandis que PAR1 et 
PAR2 se trouvent dans le cytoplasme. L’entrée du centrosome déclenche la formation de deux domaines: le 
cortex antérieur (à gauche du zygote) comportant le complexe PAR et le cortex postérieur contenant PAR1 et 
PAR2.  
B/ Comportement de la myosine II (en bleu) aux mêmes stades que A. Les filaments d’actine décorés de 
myosines forment un réseau contractile au début de la phase de fertilisation. Puis celui-ci se contracte de 
façon asymétrique au pôle antérieur, et est inhibée au pôle postérieur. Le réseau de myosine se réarrange 
pour former des points de myosine répartis uniquement au niveau du pôle postérieur.  
Figure extraite de Nance & Zallen (2011). 
 
 
 En plus d’interagir avec les microtubules, les protéines PAR pourraient générer la 
polarité avec l’aide du cytosquelette d’actine. Quelques exemples illustrent ce propos : le 
traitement des cellules épithéliales de drosophile avec un agent dépolymérisant les filaments 
d’actine empêche la localisation de Bazooka (homologue de PAR3) à la membrane apicale. Par 
ailleurs, chez les mammifères, PAR3 s’associe avec des régulateurs de l’actine (Nance & Zallen 
2011). 
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c. Cdc42 au coeur de la polarité 
 
 La cellule sent son environnement et réagit en organisant sa propre polarité. Cette 
propension à répondre à différents stimuli est contrôlée principalement par une petite GTPase 
de la super famille Rho, Cdc42. L’activité de Cdc42 est régulée indirectement par l’activation de 
différentes familles de récepteurs présents à la surface cellulaire (intégrines, cadhérines, 
récepteurs aux facteurs de croissance etc.). Une fois activée, Cdc42 se lie à la membrane et 
stimule de nombreuses voies de signalisation modulant la réorganisation du cytosquelette 
d’actine et de microtubules, la mise en place du trafic membranaire et des contacts 
cellule/cellule (Etienne-Manneville 2004).  
 Cdc42 est impliquée dans l’établissement de la polarité dans des organismes variés, dans 
de nombreux types cellulaires et contextes cellulaires. Chez C. elegans, Cdc42 est enrichie au 
cortex antérieur juste après la fertilisation du zygote, au même titre que le complexe PAR. 
L’inhibition de Cdc42 révèle son rôle crucial lors de la mise en place de la polarité puisqu’elle 
empêche la localisation asymétrique du complexe PAR et cause une perte de polarité du zygote 
(Etienne-Manneville 2004). Il est probable que le trio Cdc42/PAR6/aPKC soit nécessaire pour le 
maintien de l’asymétrie du zygote. 
 Bien que le rôle de Cdc42 dans la polarité soit indéniable, la détermination de sa fonction 
précise chez les mammifères est difficile, car son activation requiert pléthore de régulateurs et 
active de nombreuses voies de signalisation. Elle est capable de moduler aussi bien le réseau de 
microtubules que le cytosquelette d’actine (Figure 43).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 43 : Différentes voies de signalisation contrôlées par Cdc42. Les effecteurs de Cdc42 sont colorés en 
bleu (effet direct : ligne pleine, effet indirect : ligne en pointillé). Les composants cellulaires régulés par Cdc42 
via les effecteurs sont encadrés dans un rectangle noir. Figure extraite de Etienne-Manneville (2004). 
 
 Nous verrons que Cdc42 joue également un rôle crucial dans la réorientation du 
centrosome que ce soit lors de la migration cellulaire des fibroblastes, des astrocytes, des 
cellules endothéliales, ou lors de la rencontre d’une cellule T avec une cellule présentatrice 
d’antigène ou encore lors de positionnement du fuseau chez C. elegans (Gundersen et al. 2004). 
Les voies de signalisation mises en jeu diffèrent, mais le chef d’orchestre reste le même. 
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d. Cdc42, RhoA et Rac dans la formation des différents types de structures d’actine 
 
 En plus de Cdc42, Rac et RhoA, deux autres petites GTPases appartenant à la famille des 
protéines Rho, sont impliquées dans le contrôle de la réorganisation de différentes architectures 
d’actine. Des expériences visant à injecter des formes activées de Cdc42, de Rac et de RhoA dans 
des fibroblastes de souris ont révélé les différents rôles joués par ces protéines (Figure 44). 
Cdc42 favorise la formation des filopodes. RhoA induit l’assemblage des fibres de stress à 
l’arrière de la cellule et régule la kinase Rho (ROCK) pour générer des filaments pourvus de 
myosine II, générant ainsi la contractilité cellulaire. Quant à Rac, il est plutôt dédié à la formation 
du lamellipode (Etienne-Manneville & Hall 2002; Akhshi et al. 2014). Ces différents types 
d’organisation d’actine provoquent ainsi des changements à la fois dans la tension corticale et 
les forces contractiles au sein de la cellule. La tension corticale est déterminante pour certains 
processus cellulaires comme la cytokinèse, la motilité et la morphogénèse des tissus. Dans le cas 
d’une cellule en migration, la tension corticale à l’arrière sera supérieure à celle du front avant.  
 L’activité de Cdc42, RhoA et Rac est spatialement restreinte, mais toutes sont 
interdépendantes. Des mécanismes augmentant l’activité d’une GTPase tend à diminuer l’autre 
(Akhshi et al. 2014). Tout se système est très complexe car si Rac, Cdc42 et RhoA contrôlent 
aussi bien le réseau de microtubules que le cytosquelette d’actine, à l’inverse, une altération de 
la dynamique du cytosquelette peut affecter l’activité de ces RhoGTPases (Rodriguez et al. 2003). 
  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 44 : Rôles des GTPases sur l’architecture de l’actine  
Figure extraite du site http://www.mechanobio.info/modules/  
 
e. Signaux extrinsèques 
 
 Les signaux extrinsèques provenant soit des contacts cellule/cellule, soit des contraintes 
spatiales imposées par le microenvironnement influent également sur l’ensemble du 
cytosquelette et par conséquent sur le positionnement du noyau et du centrosome. L’utilisation 
 71
des micro-patrons adhésifs recouverts de fibronectine permet de contraindre physiquement les 
cellules et d’étudier la réponse de la cellule à la distribution des adhésions (Figure 45). Le 
cytosquelette d’actine se comporte différemment selon s’il est situé sur les bords adhésifs ou 
non adhésifs. En effet, les filaments d’actine tendent à polymériser et former un réseau branché 
sur les cotés adhésifs, tandis qu’ils sont plus contractiles sur les côté non adhésifs. La dynamique 
et l’orientation de la croissance des microtubules agiraient en réponse à l’architecture de l’actine 
polarisée. L’axe noyau/centrosome est alors toujours orienté vers les zones adhésives (Théry et 
al. 2006).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 45 : La distribution des adhésions contrôle le positionnement du centrosome et du noyau.  
En haut du panneau : Différentes formes de micro-patrons recouverts de fibronectine (en vert en haut du 
panneau) impose des contraintes spatiales aux cellules.  
Au milieu du panneau : Indépendamment de la géométrie du patron, les cellules en s’étalant, prendront une 
forme carrée. Cependant, leur morphologie interne sera différente. Les cellules développent des fibres de 
stress, signe d’une tension élevée au niveau des zones non adhésives (en rouge, marquage des filaments 
d’actine au niveau des images au centre du panneau). En revanche, elles forment des protrusions 
membranaires au niveau des zones adhésives (révélée par la cortactine en bleu) révélant une tension plus 
faible. 
En bas du panneau : les organelles sont positionnées en réponse à l’organisation de l’actine. Le centrosome 
reste centré quelque soit la configuration. Le noyau en revanche tend à se positionner vers les zones 
contractiles. L’axe noyau/centrosome s’oriente ainsi en réponse à l’asymétrie cellulaire. 
Figure extraite de Théry & Bornens (2007).  
 
C. Mécanismes impliqués dans les forces agissant sur la polarisation du centrosome 
a. Principes généraux 
 
 De nombreux évènements et voies de signalisation doivent agir de concert pour aboutir à 
la réorientation du centrosome laquelle est impliquée dans la polarité et la fonction cellulaire. 
Même si l’identité de certains acteurs peut différer selon le contexte et le type cellulaire, certains 
mécanismes restent similaires. Nous avons vu que la réorientation du centrosome implique la 
création de forces (poussée ou traction). A ma connaissance aucun cas de force de poussée 
exercée par les microtubules pour déplacer le centrosome n’a été identifié à ce jour. Ainsi ce sont 
 72
les forces de traction exercées par la dynéine localisée au cortex sur les microtubules qui 
prédominent.  
 
 Voici, quelques évènements successifs importants pour la mise en place de cette force (la 
liste est non exhaustive et certains événement peuvent être interdépendants): 
- Activation des signaux de polarité comme les RhoGTPases à une région spécifique du cortex, 
recrutement des effecteurs appropriés  
- Ségrégation de protéines corticales à une région spécifique du cortex (PAR, ERM) 
- Changement de la dynamique et de l’organisation du cytosquelette d’actine. La formation 
de foci au cortex sert de points d’ancrage aux microtubules qui, via la dynéine, exerceront une 
force de traction sur le centrosome.  
- Changement de la dynamique et de l’organisation de sous populations du réseau de 
microtubules. De multiples acteurs interviennent dans ce processus: les RhoGTPases, APC 
grâce à leur interaction avec EB1 (Wen et al. 2004), la formine (mDia), les protéines PAR 
(Goldstein & Macara 2007), la moésine du complexe ERM (Solinet et al. 2013), la dynéine 
(Hendricks et al. 2012), ACF7 (Kodama et al. 2003). 
- Coordination structurale entre les cytosquelettes d’actine et de microtubules : 
l’organisation des filaments d’actine en fagots peut servir de rails aux microtubules et ainsi 
guider l’orientation de leur croissance vers le cortex (Kodama et al. 2003). Par ailleurs, des 
proteins contribuent à la connexion des microtubules au cortex d’actine. C’est le cas de IQGAP1 
(IQ motif-containing GTPase-activating protein), un effecteur de Cdc42/Rac, (Tamura & Draviam 
2012), mais aussi de Dlg1, une protéine associée à la membrane et recrutant APC. La plectine 
(Rodriguez et al. 2003), la formine (Bartolini & Gundersen 2010), les ERM (Goode et al. 2000) 
sont d’autres connecteurs.  
- Capture des bouts « + » des microtubules au cortex. Les forces de traction nécessitent 
l’action de protéines de liaison aux bouts « + » des microtubules localisées à des régions 
spécifiques du cortex (protéines + TIPs comme EB1). Celles-ci capturent les microtubules en 
régulant leur dynamique. où ils seront capturés et retenus. APC, ACF7 (Kodama et al. 2003) sont 
d’autres candidats. 
- Recrutement et ancrage cortical de la dynéine: une fois au cortex, les bouts « + » des 
microtubules pourront se lier au cortex directement avec le complexe dynéine/dynactine 
(générateur de force) préalablement recrutée ou via des connecteurs corticaux en lien avec la 
dynéine: NuMA, LGN (leucine-Glycine-asparagine repeat protein), Lis1 (Tamura & Draviam 
2012), EB1, ou encore Clip170 (Manneville & Etienne-Manneville 2006) 
 
Les microtubules associés à la dynéine peuvent générer des forces directement sur le 
centrosome. La contractilité des filaments d’actine peut aussi contribuer au mouvement du 
centrosome afin de rendre plus efficace le repositionnement lors de la polarisation.  
 Afin que mieux appréhender la succession des évènements menant au repositionnement 
du centrosome, je vais décrire succinctement les voies de signalisation ainsi que le type de force 
impliqués dans les trois processus biologiques déjà évoqués. 
b. Cas de la mitose  
 
 Le mécanisme de force de traction exercée par la dynéine au cortex est commun à toutes 
les divisions de C. elegans, en passant par la levure jusqu’aux mammifères. Je vais détailler ici la 
première division du zygote de C. elegans, car les mécanismes impliqués dans le positionnement 
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du fuseau ont été très largement détaillés. Avant la première division du zygote, les PAR sont 
localisées asymétriquement au cortex ; PAR3, PAR6 et aPKC au cortex antérieur et PAR1, PAR2 
au cortex postérieur. Lors de la première division, la traction corticale se trouve être elle aussi 
inégale puisqu’elle est supérieure au pôle postérieur comparée à celle du pôle antérieur, 
expliquant le positionnement du fuseau vers le cortex postérieur. Dans ce modèle, la force de 
traction générée par la dynéine ancrée au cortex est couplée à un phénomène de 
dépolymérisation des microtubules atteignant le cortex (« microtubule end on capture 
shrinkage ») (Nguyen-Ngoc et al. 2007). Ce phénomène de traction corticale des microtubules 
serait contrôlé par certaines protéines PAR notamment (Goldstein & Macara 2007). En effet, des 
mutants PAR, incapables de générer une polarité antéro-postérieure, se divisent de façon 
symétrique (Akhshi et al. 2014). Les PAR seraient donc impliquées dans le phénomène de 
décentrage du fuseau vers le cortex postérieur mais de quelle façon ? 
 Il a été démontré que la dynamique des microtubules au cortex postérieur est accrue 
comparativement au cortex antérieur. PAR3 serait mis en jeu car il stabiliserait de manière 
indirecte les microtubules atteignant le cortex (Labbé et al. 2003). De plus, les protéines PAR 
serviraient de médiateurs entre le cortex et les moteurs des microtubules. En effet, elles 
permettent le lien entre les sous-unités α des protéines G et LIN5 (NuMA chez les mammifères). 
LIN5 associe les microtubules et la dynéine, quant aux sous-unités α des protéines G, elles sont 
impliquées dans les forces de tractions corticales (Figure 46). Même si les mutants ne présentent 
pas de défaut de polarisation des protéines PAR au cortex, les forces agissant sur les 
microtubules aux deux pôles sont identiques (Gönczy 2015; Akhshi et al. 2014). Les sous-unités 
alpha des protéines G pourraient ainsi interférer via les protéines PAR avec le positionnement 
du fuseau via leur effet sur la dynamique des microtubules.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 46 : L’interaction cortex/microtubules astraux permet de positionner de manière asymétrique le 
fuseau mitotique dans l’embryon de C. elegans. 
L’épaisseur des flèches noires reflète la puissance des forces exercées par la dynéine depuis le cortex sur les 
microtubules. La force est supérieure au pôle postérieur. 
Figure basée sur Siller & Doe (2009). 
  
 
 Lors de l’entrée en mitose, la cellule s’arrondit mais reste toujours en contact avec les 
adhésions focales de la matrice extracellulaire par le biais de fibres de rétraction riches en 
actine. Il a été découvert que le positionnement du fuseau dépend d’un dialogue entre les 
microtubules astraux et le cytosquelette d’actine cortical relié à ces fibres. En effet, l’absence de 
cette communication engendre une orientation du fuseau aléatoire (Maier et al. 2013). 
 Les protéines ERM, par le biais de la réorganisation du cortex et du recrutement localisé 
de protéines nécessaires aux forces de traction (NuMA, LGN), jouent aussi un rôle essentiel dans 
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l’orientation du fuseau mitotique (Théry et al. 2005; Machicoane et al. 2014). Par ailleurs, 
merline (NF2), un autre membre des protéines ERM contrôle et restreint la localisation de 
l’ezrine au cortex des cellules épithéliales colorectales capables de former des structures en 
acinus. A son tour, l’ezrine corticale régule la position du centrosome via les microtubules 
astraux. En absence de merline, la localisation de l’ezrine n’est plus apicale et les fuseaux 
mitotiques mal orientés (Hebert et al. 2012). 
c. Cas de la migration 
 
 La position du centrosome par rapport au noyau peut varier d’un type cellulaire à l’autre. 
En règle général, l’axe noyau/centrosome est parallèle au front arrière/avant. Alors que la 
position du centrosome peut être en continu ajustée afin que ce dernier reste localisé entre le 
noyau et le front avant (cas des astrocytes et des neurones), elle peut être également maintenue 
centrée dans le cas des NIHT3 stimulées au LPA (acide lysophosphatidique). Dans ce contexte, 
c’est alors le noyau qui se déplace vers l’arrière de la cellule (Gomes et al. 2005). Cela implique 
l’existence de différents mécanismes mis en jeu lors de la polarisation du centrosome selon les 
types cellulaires. Dans tous les cas, l’intégrité des microtubules est cruciale puisqu’une 
dépolymérisation des microtubules induite par addition de nocodazole est à l’origine d’un défaut 
de positionnement du centrosome, processus qui se rétablit après lavage. Le réseau de 
microtubule est hautement polarisé pendant la migration. Il se caractérise par un 
enrichissement de microtubules stabilisés (détyronisation ou acétylation principalement) au 
front avant (De Forges et al. 2012). En plus de la stabilisation des microtubules, l’activation de 
RhoGTPases, ainsi que l’ancrage des microtubules par la dynéine au front avant sont des 
dénominateurs communs au positionnement du centrosome dans les cellules en migration. Une 
force de traction est appliquée par la dynéine au front avant afin de maintenir ou déplacer le 
centrosome vers l’avant (Figure 47) (Barker et al. 2015). 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Cdc42 est le principal régulateur du positionnement du centrosome pendant la 
migration. Dans le cas de test de blessure des astrocytes et des fibroblastes, Cdc42 est 
localement stimulée suite à l’activation des intégrines au front avant (Tang & Marshall 2012). 
Elle agit principalement via le complexe Par6/aPKCζ, son inhibition dans ces cellules induit une 
orientation aléatoire du centrosome (Etienne-Manneville & Hall 2002). Dans le cas des 
astrocytes, le complexe Par6/PKCζ permet de recruter APC aux bouts « + » des microtubules. 
Figure 47 : Dans le cas de migration d’un 
astrocyte, la dynéine recrutée au front 
avant génère une force de traction et 
repositionne le centrosome vers cette 
région (force indiquée par la flèche 
noire). Dans le cas des fibroblastes 
stimulés au LPA, le centrosome est 
maintenu en position centrée grâce à la 
dynéine également. 
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Grâce à son association avec APC, Dlg1 associée à la membrane permet de polariser et d’ancrer 
les microtubules au front avant des astrocytes. La dynéine, à son tour activée, repositionne le 
centrosome en direction de la migration via sa fonction d’ancrage cortical et de traction sur les 
microtubules (Etienne-Manneville 2005). 
 
 L’étude de la polarisation lors de la migration des fibroblastes NIH3T3 soumis au test de 
blessure puis stimulés avec le LPA démontre le rôle de RhoA dans la dynamique des 
microtubules et dans le positionnement du centrosome. Le LPA est connu pour activer RhoA et 
la formation de fibres de stress. Lors du test de blessure des NIH3T3 traités avec le LPA, la 
stimulation localisée de RhoA est à l’origine de la formation de microtubules stables détyrosinés 
à l’avant de la cellule. La formine mDia, régulatrice de l’assemblage des filaments d’actine, serait 
impliquée dans ce processus de stabilisation des microtubules. Elle a été identifiée comme étant 
un des effecteurs de RhoA. Ainsi, en s’associant avec EB1 et APC aux extrémités « + » 
microtubules, elle forme un complexe cortical capturant et stabilisant leur dynamique (Wen et 
al. 2004). D’autre part, la stabilité des microtubules pourrait être promue par l’activation des 
intégrines et des FAK (focal adhesion kinase), lesquelles coordonneraient de manière spatio-
temporelle la formation de microtubules détyrosinés (Figure 48) (Wojnacki et al. 2014). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 48: Exemple de modification de la stabilité des microtubules pouvant se produire au front avant de 
fibroblastes en migration et ayant subit un test de blessure, et traités au LPA (lysophosphatidic acid connue 
pour activer RhoA et la formation de fibres de stress) 
A/ En absence de LPA, les microtubules sont dynamiques. Leurs bouts « + » sont associés aux protéines EB1 et 
APC. RhoA a une conformation inactive (GDP-RhoA), de même pour mDia. Les adhésions focales sont peu 
nombreuses à la membrane. 
B/ La stimulation des fibroblastes par le LPA induit une activation des intégrines et des voies de signalisation 
associées, conduisant à l‘assemblage et la maturation des adhésions focales à la membrane. Parallèlement, 
l’activation de RhoA est couplée à formation de microtubules détyrosinés.  Figure extraite de Wojnacki et al. 
(2014). 
 
 Lors de la stimulation des fibroblastes NIH3T3 avec le LPA, le noyau se déplace 
activement vers l’arrière de la cellule tandis que le centrosome reste centré. Il s’avère que les 
mécanismes de centrage du centrosome sont indépendants du positionnement du noyau Deux 
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voies principales bien distinctes contrôlent chacun de ces évènements. Le mouvement du noyau 
est déclenché par l’activation de Cdc42. Cdc42 active la kinase MRCK (Myotonic related Cdc42-
binding kinase), qui en retour stimule la phosphorylation de la myosine II permettant un flux 
rétrograde d’actine effectif (Gomes et al. 2005). Couplé physiquement aux câbles d’actine via les 
TAN lines (transmembrane actin-associated nuclear) composées de nesprine 2G et de SUN2, le 
noyau est déplacé par le flux rétrograde, se dirigeant vers l’arrière de la cellule (Luxton et al. 
2010; Luxton et al. 2011). La dynéine et le complexe PAR6/aPKCζ ne sont pas impliqués dans le 
mouvement du noyau mais sont requis pour le maintien de la position centrée du centrosome 
(Barker et al. 2015).  
d. Cas de la formation de la synapse immunologique 
 
 La réorientation du centrosome lors de la polarisation de la cellule T est remarquable en 
terme de trajectoire et de rapidité. Lorsque la cellule rencontre une cellule cible présentant un 
antigène, le centrosome est transporté du front arrière de la cellule jusqu’à la synapse 
immunologique nouvellement formée et localisée au front avant, cela en quelques minutes 
seulement. Contrairement aux cellules en migration, le centrosome s’oriente indépendamment 
du noyau. 
Une technique utilisant des pinces optiques a permis de contrôler la mise en contact de 
la cellule T avec la cellule présentatrice d’antigène et d’imager la formation des synapses sur 
cellules vivantes. Le suivi en direct du repositionnement du centrosome a permis de dévoiler la 
force agissant sur le centrosome. A l’instar de la première mitose de l’embryon de C. elegans, la 
réorientation du centrosome est animée par la capture des microtubules par la dynéine 
couplée à leur dépolymérisation (Yi et al. 2013). Bien qu’il soit clair que la polarisation du 
centrosome est dépendante de la dynéine, une récente étude révèle le rôle additionnel de la 
myosine II dans la réorientation du centrosome (Figure 49).  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
En effet, l’inhibition de la dynéine réduit modérément la réorientation du centrosome, 
indiquant la coexistence de plusieurs mécanismes. La combinaison de l’inhibition de la dynéine 
avec l’inhibition de la myosine II (blebbistatine), provoque un effet plus marqué révélant le rôle 
de la myosine II dans le positionnement du centrosome. Leur rôle diffère puisque leur 
localisation est distincte. La myosine II phosphorylée s’accumule à l’arrière de la cellule et la 
Figure 49 : La réorientation du centrosome 
suite à la rencontre d’une cellule T avec une 
cellule cible, est conduite par une force de 
traction. Celle-ci est exercée par la dynéine 
ancrée au niveau de la synapse sur les 
microtubules, lesquels dans le même temps 
subissent un processus de dépolymérisation. 
Une force de poussée induite par la 
contractilité des filaments d’actine localisés 
à l’opposé de la synapse contribue 
également à la translocation du 
centrosome. 
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dynéine, au niveau de la synapse (Liu et al. 2013).  Le rôle de la myosine II est encore 
mystérieux. Elle aurait certainement un rôle de force de poussée sur le centrosome.  
 Par ailleurs, l’ezrine et Dlg1 sont enrichies à la synapse immunologique et jouent un rôle 
déterminant dans la polarisation de la cellule T. L’organisation des microtubules des cellules 
déplétées en ezrine ou en Dlg1 est affectée et le centrosome mal orienté. Dlg1 ancré au cortex au 
niveau de la synapse, via une interaction avec l’ezrine connecte les microtubules à la périphérie 
de la synapse ce qui conditionne la polarisation du centrosome (Lasserre et al. 2010).  
 Qu’en est il de la dynamique des microtubules, une caractéristique commune à beaucoup 
de processus de polarisation ?  
Il s’avère que les modifications post-traductionnelle des microtubules est une étape 
importante pour la polarisation du centrosome. L’exemple le plus marquant est celui de la 
déacétylase HDAC6. Lors de la stimulation des cellules T, elle est redistribuée et se trouve 
enrichie à la synapse naissante. Elle module le niveau d’acétylation des microtubules de cette 
région afin d’assurer une formation, une maturation et une maintenance correctes de la synapse  
(Serrador et al. 2004). Le défaut de réorientation du centrosome causé par la surexpression de 
HDAC6, peut être contrer par l’inhibition de HDAC6 (Ritter et al. 2013).  
 Plusieurs protéines de liaison à l’actine participent à la réorientation du centrosome dont 
les formines (mDia FLMN1 formin like 1 et INF2). Leur rôle est indépendant de la réorganisation 
de l’actine, en revanche il est dépendant de leur action sur la stabilité des microtubules. Ces 
formines via la détyronisation et l’acétylation des microtubules, forment un réseau de 
microtubules stables à proximité du centrosome. Ces modifications pourraient générer des 
forces de traction, lesquelles conduisent et dirigent le centrosome vers la synapse. (Stinchcombe 
& Griffiths 2014). 
 
 
 A travers ces exemples, il est clair que les forces de traction exercées sur les 
microtubules pour positionner le centrosome sont majoritaires et prédominantes. Cependant, le 
rôle de la myosine n’est pas à ignorer, que ce soit via le flux rétrograde dans les cellules en 
migration, ou via la force de poussée dans les cellules T. Par ailleurs, il a été rapporté que la 
contraction des filaments d’actine induite par la myosine II intervient aussi dans le déplacement 
du centrosome lors de la migration des neurones (Solecki et al. 2009). 
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I. Modification de l’organisation et de la dynamique du cytosquelette lors de la 
polarisation d’une cellule épithéliale 
 
 Certains types de cellules épithéliales représentent un modèle de choix pour étudier la 
formation du cil in vitro, en particulier les cellules rénales et les cellules de rétine. De 
morphologies différentes (cubique, cylindriques ou pavimenteuses), une des propriétés des 
cellules épithéliales repose sur leur capacité à interagir d’une part avec des cellules avoisinantes, 
et d’autre part, avec la matrice extracellulaire via les intégrines notamment. Hautement 
polarisées, les cellules épithéliales possèdent deux domaines membranaires structurellement et 
fonctionnellement distincts mais physiquement connectés : le pôle apical et le pôle basal. Ces 
deux pôles opposés définissent un axe de polarité : l’axe apico-basal. Ces deux pôles permettent 
de former une barrière de perméabilité et d’échanges entre l’organe et le reste de l’organisme. 
Le pôle apical est tourné vers la lumière de la cavité de l’organe, tandis que la surface basale 
repose sur la lame basale constituée d’une matrice extracellulaire permettant de séparer les 
cellules épithéliales du tissu conjonctif (Figure 50).  
  La différenciation d’une cellule épithéliale est initiée par des interactions cellule/matrice 
extracellulaire et cellule/cellule. Cela conduit à la mise en place d’une asymétrie biochimique 
comme en témoigne la ségrégation de composants moléculaires aux différents domaines de la 
cellule (sites d’adhésion, domaines membranaires etc.). Il a été démontré à titre d’exemple que 
durant la cystogénèse des  cellules rénales MDCK, Cdc42 est activé et recruté à la membrane 
apicale. Il se lie alors au complexe Par6/aPKC afin de permettre le développement de la 
membrane apicale. Par3 serait quand à lui associé au niveau de jonctions cellule/cellule (Martin-
Belmonte et al. 2007).  
  La cellule épithéliale polarisée se caractérise par la perte de l’organisation radiale des 
microtubules et par la présence de microtubules non centrosomaux organisés en fagots 
longitudinaux et parallèles à la membrane apico-basale. Les extrémités « -»  sont orientés vers la 
membrane apicale et les bouts « + » vers la membrane basale, conférant à la cellule une 
asymétrie cellulaire (Müsch 2004; Moss et al. 2007). En association étroite avec l’appareil de 
Golgi, la réorganisation du réseau de microtubules va de pair avec la polarisation de la 
machinerie du trafic vésiculaire. Une structure spécifique des filaments d’actine est présente à la 
membrane apicale. 
 
  
 
 
 
  
 
 
 
 
 
  
 
Figure 50 : Réorganisation du cytosquelette lors de la différenciation d’une cellule épithéliale. 
En haut : cellule épithéliale non différenciée. En bas : cellules épithéliale différenciée. (Vues de 
côté) 
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 Contrairement aux processus biologiques précédemment décrits, les voies de 
signalisation et les forces impliquées dans la réorientation du centrosome lors de la ciliogénèse 
d’une cellule épithéliale restent encore mal comprises. Cependant, il est à présent établi que le 
remodelage du cytosquelette d’actine est impliqué dans la ciliogénèse. En effet, elle est requise à 
l’ancrage du centrosome (ou corps basal) à la membrane apicale. Par ailleurs, quelques éléments 
tendent à suggérer que le changement de dynamique des microtubules pourrait participer au 
mouvement du centrosome lors de la ciliogénèse. Comment le cytosquelette se réorganise t-il au 
cours de la ciliogénèse ? Quels sont les acteurs impliqués ? Des données de la littérature 
commencent à apporter des éléments d’information, cependant, ils demeurent encore 
parcellaires. Ils sont exposés dans la partie suivante. 
  
II. Le cytosquelette d’actine est impliqué dans la migration du centrosome lors de la 
ciliogénèse 
 
 L’intervention du cytosquelette d’actine dans le processus de migration du corps basal et 
dans la ciliogénèse est beaucoup plus évidente dans le cas de la multiciliogénèse que de la 
ciliogénèse (celle menant à la formation du cil primaire). Alors que la multiciliogénèse nécessite 
l’intégrité du cytosquelette d’actine, la ciliogénèse requiert également une régulation fine des 
différentes architectures d’actine.  
 
1. Cas de la multiciliogénèse 
 
 La multiciliogénèse se caractérise par la formation de multiples centrioles de novo dans 
le cytoplasme. Ceux-ci vont ensuite migrer, se différencier en corps basaux et s’ancrer dans le 
réseau apical d’actine pour ensuite former des cils motiles.   
 Les premières expériences datant de plus de 25 ans, révèlent que le mouvement des 
centrioles à la membrane apicale nécessite un cytosquelette d’actine intègre et implique des 
interactions actine/myosine. En effet le traitement des oviductes de cailles avec la cytochalasine 
D (un agent dépolymérisant les filaments d’actine) est sans ambiguïté : il empêche le transport 
des centrioles à la surface apicale (Lemullois et al. 1988; Boisvieux-Ulrich et al. 1989; Boisvieux-
Ulrich et al. 1990).  
 Outre sa régulation de l’expression des gènes impliqués dans la motilité ciliaire, FoxJ1 
contrôle aussi, de part son action sur l’organisation du cytosquelette d’actine, le mouvement et 
l’ancrage apical du corps basal. En effet FoxJ1 possède différentes cibles lui permettant de 
réguler l’activité de RhoA, l’ezrine, et ERK7 notamment, toutes les trois impliquées dans la 
régulation de la multiciliogénèse. Pan et collaborateurs démontrent en 2007 que l’activation de 
RhoA dans les cellules multiciliées murines de trachées est déterminante pour l’enrichissement 
d’un réseau spécifique d’actine à la membrane apicale. Par conséquent, l’ancrage des corps 
basaux y est favorisé (Pan et al. 2007). L’ezrine fait le lien entre les corps basaux et les filaments 
d’actine du réseau cortical. Son inhibition dans les oeufs de Xénope altère la structure de l’actine 
apicale, laquelle devient plus fine et empêche la migration des corps basaux (Epting et al. 2015). 
Quant à la kinase ERK7 (Extracellular signal Regulated Kinase), elle phosphoryle un régulateur 
de formation de réseaux d’actine CapZIP (Miyatake et al. 2015).  
 Certains micro-ARNs (miARNs) peuvent intervenir lors de la ciliogénèse. C’est le cas du 
miR-34/449 qui se trouve enrichi dans les organes contenant de multiples cils motiles. 
L’absence de ce micro-ARN dans les souris induit un défaut d’ancrage des corps basaux pouvant 
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s’apparenter à un défaut de migration. Chevalier et collaborateurs ont montré dans l’épiderme 
de Xénope que l’ancrage des corps basaux était déterminé par l’effet positif du miR-34/449 sur 
la formation du réseau apical d’actine via la redistribution de la filamine A au cortex et 
l’augmentation de l’activité de RhoA (Chevalier et al. 2015).   
 De façon intéressante, Antoniades et collaborateurs ont identifié la localisation de 
protéines d’adhésions focales (FAK, paxilline, vinculine et taline) aux futurs corps basaux. Ces 
adhésions focales connectent ainsi les corps basaux avec les filaments d’actine et sont présentes 
pendant leur transport jusqu’à la membrane apicale. Ce lien est fonctionnel puisque l’inhibition 
de FAK (régulateur critique des adhésions focales) cause un défaut de migration des corps 
basaux. Cette perte de lien entre les corps basaux et le cytosquelette entraine un défaut de 
ciliogénèse (Antoniades et al. 2014). Aussi présents au niveau du corps basal du cil primaire, 
aucune conséquence sur la migration n’a encore été identifiée dans ce contexte. 
 
2. Cas de la formation du cil primaire 
 
A. Facteurs régulant un changement d’organisation de l’actine lors de la ciliogénèse 
 
 Le crible génomique fonctionnel réalisé par Kim et collaborateurs sur les cellules hTERT-
RPE1 a révélé que l’organisation et la dynamique du cytosquelette d’actine sont aussi cruciales 
pour la formation du cil primaire. De nombreux modulateurs négatifs et positifs impliqués dans 
le processus ciliogénique mais aussi dans la longueur du cil sont identifiés à l’issue de ce crible. 
Cela révèle que les mécanismes semblent plus complexes que dans le cas de la multiciliogénèse 
car ils nécessitent des régulateurs de l’actine. A titre d’exemple, la formation de l’actine 
filamenteuse (actine F) branchée présente au niveau du lamellipode régule négativement la 
ciliogénèse. En effet, l’inhibition de la sous unité du complexe ARP2/3, responsable de la 
nucléation du réseau branché dans les cellules non sevrées, induit un nombre élevé de cellules 
ciliées, et dans les cellules sevrées une augmentation significative de la taille des cils (Kim et al. 
2010). Les travaux de Cao montrent par ailleurs que la surexpression du miR-129 (micro ARN-
129) inhibe également quatre régulateurs de l’actine F. ARP2 et TOCA1, sont une sous-unité et 
un co-activateur du complexe ARP2/3 respectivement ainsi que des protéines de liaison 
responsables de la formation du lamellipode (ABLIM1, ABLIM2). En condition de sevrage, 
l’absence de ces quatre protéines augmente la longueur des cils (Cao et al. 2012). L’importance 
de l’organisation du cytosquelette d’actine a été mise en lumière lors du traitement des cellules 
hTERT-RPE1 avec des petites doses de cytochalasine D. Elle accélère le délai de formation du cil 
ainsi que la taille du cil. Le cil se forme 2h après la privation de sérum, avec un cil deux fois plus 
grand que dans les cellules contrôles où le cil se forme 12h après le sevrage. A l’inverse, 
l’inhibition de la gelsoline responsable de la dislocation des filaments d’actine inhibe la 
ciliogénèse, la classant comme un modulateurs positif de la ciliogénèse (Kim et al. 2010).  
 
 Quel est le rôle du cytosquelette d’actine sur la ciliogénèse ?  
 Son rôle reste encore mystérieux mais il semble maintenant évident qu’il influence le 
trafic de vésicules. Dans le chapitre 2, nous avons vu que le trafic de vésicules est omniprésent et 
crucial dès le début de la ciliogénèse. L’inhibition de l’actine F, induite par la privation de sérum, 
pourrait favoriser et orienter ce trafic de vésicules ciliogéniques positives pour Rab8 et Rab11 
vers la base du cil. L’observation d’une accumulation de vésicules positives pour Rab11 au 
niveau du centrosome dans les cellules traitées à la cytochalasine D, les cellules déficientes en 
 84
ARP3 ou encore surexprimant mir-129 semblent confirmer cette hypothèse (Yan & Zhu 2013). 
La présence de la structure transitoire péricentriolaire PPC (pericentrosomal preciliary 
compartment) favorisée par ce trafic serait un site d’ancrage de ces vésicules fonctionnant 
comme un réservoir temporaire de lipides et de protéines membranaires nécessaire à la 
ciliogénèse. Certaines protéines impliquées dans la dynamique du cytosquelette d’actine et 
modulant négativement la ciliogénèse pourraient agir en déstabilisant ce réservoir et 
inversement, l’augmentation de la longueur du cil consécutive à la déstabilisation de l’actine 
pourrait résulter d’un trafic accru de membranes jusqu’au corps basal. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 51 : Modèle illustrant le rôle inhibiteur de l’actine branchée lors de la ciliogénèse.  
Figure extraite de Yan & Zhu (2013). 
 
 Si la présence d’un réseau branché d’actine inhibe la ciliogénèse ainsi que la taille des 
cils, il en est de même lorsque l’activation de RhoA est trop élevée. En effet, l’activité de RhoA est 
augmentée dans les cellules rénales provenant des souris déficientes pour bbs4, une protéine 
appartenant au BBSome. L’activé de RhoA sur stimulée est associée à une diminution du nombre 
de cellules ciliées, une réduction de la taille des cils et la présence de fibres de stress à la 
membrane apicale. L’inhibition de RhoA dans les cellules bbs4 -/-  restore à la fois la taille du cil, 
la proportion de cellules ciliées ainsi que l’intégrité de l’actine à la membrane apicale 
(Hernandez-Hernandez et al. 2013).  
   
B. Facteurs régulant la migration la migration du corps basal durant la migration du corps 
basal dans les cellules ciliées 
  
 Il est à présent bien établi que certains régulateurs de la dynamique du cytosquelette 
d’actine contrôlent la ciliogénèse. L’étape concernant la migration du corps basal au cortex nous 
intéresse particulièrement car les mécanismes sous jacents à ce processus restent parcellaires. 
Ce manque de données s’explique notamment par des raisons techniques. Les cellules 
(primaires ou lignées) cultivées dans des flacons de culture sont étalées et relativement plates. 
Cela rend la mesure du positionnement du corps basal en z difficile et par conséquent l’étude de 
sa migration délicate.  
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Quels sont les régulateurs connus de la migration du corps basal lors de la ciliogénèse ?  
 L’équipe de Johnson a identifiée le rôle de la protéine meckeline et deux de ses 
partenaires - la nesprine 2 et la filamine A - dans le processus de migration du corps basal 
(Dawe, Smith, et al. 2007; Dawe et al. 2009; Adams et al. 2011). Meckeline est une protéine 
transmembranaire localisant à la fois au cil primaire et aux filaments d’actine. La nesprine 2 est 
une protéine de l’enveloppe externe du noyau pouvant également se lier aux filaments d’actine. 
La filamine A est une protéine associée à l’actine participant à l’organisation du cytosquelette 
d’actine et se localise à la fois au corps basal et à la membrane apicale. Le défaut de migration en 
réponse à l’absence de meckeline, nesprine 2 ou de la filamine A est associé à une dérégulation 
de l’activité de RhoA et par conséquent à un remodelage du cytosquelette d’actine empêchant la 
migration du centrosome.  
 L’isoforme MYH10 (ou myosine 2b) de la myosine II non musculaire a été identifiée pour 
moduler positivement la ciliogénèse et contrôler la migration du corps basal (Kim et al. 2010; 
Rao et al. 2014). Elle contribue à la régulation de la dynamique de l’actine. Cette dernière est 
d’une part cruciale pour l’apport de composants essentiels à la formation de la structure 
transitoire péricentriolaire PPC. D’autre part, en s’associant avec l’ezrine au cortex, l’actine 
permet un site privilégié pour l’ancrage du corps basal. Le défaut de migration du corps basal 
dans les cellules hTERT-RPE1 déficientes en MYH10 est donc la conséquence d’une 
désorganisation structurale du cortex (Hong et al. 2015). Au regard de la localisation de cette 
protéine au corps basal, une association avec le cytosquelette d’actine pourrait être envisagée. 
Dans ce cas, une implication directe de la myosine II centrosomale dans la migration n’est pas à 
exclure (Hong et al. 2015).  
 
III. Réorganisation du réseau de microtubules lors de la ciliogénèse 
 
 Bien que la réorganisation de l’actine ainsi que la dynamique de certains types de 
structure d’actine sont des aspects critiques et incontournables pour que le mouvement et 
l’ancrage des corps basaux soient effectifs, ceux du réseau de microtubules sont encore mal 
compris. Des changements de modifications post-traductionnelles de la tubuline ont lieu lors de 
la polarisation des cellules MDCK notamment. Les microtubules dirigés vers le front avant dans 
les cellules non différenciés sont majoritairement détyrosinés, tandis que de nombreux 
microtubules orientés vers le domaine apical sont acétylés lorsque les cellules sont polarisées. 
Cependant, ces différentes modifications ne corrèlent pas avec une augmentation de la stabilité 
des microtubules (Quinones et al. 2011). A ce jour, leur rôle reste énigmatique. Il est supposé 
que certaines modifications pourraient permettre des fonctionnalités variées comme une 
augmentation de l’affinité de certains types de moteurs ou encore un trafic favorisé de vésicules 
vers une région spécifique. Il est intrigant de constater que certaines protéines ciliaires ou de 
polarité sont impliquées dans le processus de stabilité des microtubules: Kif17, BBIP10, Cep70 
et les septines (Jaulin & Kreitzer 2010; Loktev et al. 2008; Shi et al. 2015; Bowen et al. 2011). 
D’autre part, l’activité de MYH10 est induite par une augmentation de l’acétylation des 
microtubules via une acétyltransférase αTAT1/MEC17 (Rao et al. 2014). Le rôle de cette 
stabilité induite par ces différentes protéines dans le processus ciliogénique reste encore à 
déterminer. 
 Par ailleurs, l’augmentation de la longueur du cil suite à un changement du cytosquelette 
d’actine est associée à une augmentation du niveau de tubuline soluble présente dans le 
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cytoplasme (Sharma et al. 2011). L’incubation de la cytochalasine D dans différents types 
cellulaires augmente la fraction de tubuline libre. En revanche, les cellules prétraitées avec le 
taxol (agent stabilisant les microtubules, connu pour inhiber la ciliogénèse) puis traitées avec la 
cytochalasine D ont une fraction de tubuline libre diminuée et ne présentent pas de cils allongés. 
De plus, l’addition de faibles quantités de nocodazole (100 nM) provoque un allongement des 
cils. Toutes ces données montrent une corrélation (directe ou indirecte) entre architecture de 
l’actine, présence de tubuline libre et longueur du cil. 
 
 
Il est bien établi que le cytosquelette d’actine participe à la migration et à l’ancrage du 
corps basal à la membrane apicale. Quant à l’implication du réseau de microtubules, elle 
commence à émerger mais reste encore très mal comprise. Afin de mieux explorer les 
mécanismes nécessaires au mouvement du corps basal lors de la ciliogénèse, nous avons 
développé un système expérimental basé sur l’utilisation de micro-patrons adhésifs recouverts 
de fibronectine. Cette technologie comporte de nombreux avantages. Elle permet le contrôle de 
l’étalement de la cellule inhérent à la surface imposée par la matrice extracellulaire régulant 
ainsi l’organisation du cytosquelette ainsi que le positionnement des organelles subcellulaires. 
Par ailleurs, le volume cellulaire induit par le confinement spatial facilite l’observation de la 
position du centrosome en z au cours du temps, indispensable pour l’étude de chaque étape de la 
ciliogénèse cytoplasmique. Grâce à l’expertise du laboratoire cytomorpholab (L Blanchoin et M. 
Théry) en la dynamique du cytosquelette d’une part et à la maitrise de la réalisation de cribles à 
haut contenu (X. Gidrol), j’ai cherché à identifier le rôle des deux élements du cytosquelette ainsi 
que la contribution de certains gènes ciliaires dans la migration du corps basal. Les résultats ont 
été exposés dans la partie suivante. 
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I. La forme et la contractilité cellulaire régule la ciliogénèse 
 
1. Introduction à l’article 
 
La ciliogénèse est étudiée en règle générale in vitro grâce à la culture de cellules. Le cil 
primaire se formant lorsque les cellules entrent en quiescence, il est nécessaire de priver les 
cellules de sérum durant une période suffisamment longue (24/48h). D’autre part, il est établi 
que les cellules doivent être également cultivées à haute densité. Si la privation de sérum permet 
d’induire la sortie des cellules en G1/G0, quel est le rôle de la confluence cellulaire ? La 
confluence cellulaire permet dans certains types cellulaires également induire un arrêt de cycle 
par inhibition de contact. Alors la confluence apporte t-elle un effet supplémentaire à l’arrêt de 
cycle induit par le retrait de sérum ou alors les cellules ont-elles besoin d’être confinées 
spatialement et/ou d’établir des contacts cellule/cellule ? 
 
Afin de répondre à cette question, nous avons choisi de travailler avec des micro-patrons 
adhésifs. La distribution spatiale des adhésions permet de contraindre physiquement des 
cellules individuelles et de contrôler leur forme. Ainsi, l’architecture du cytosquelette et par 
conséquent le positionnement des organelles intracellulaires peuvent être contrôlés, ceci de 
façon reproductible (Théry et al. 2006; Théry 2010). L’utilisation des micro-patrons est un outil 
permettant l’analyse des conséquences phénotypiques issues des interactions entre la matrice 
extracellulaire et la cellule lors de divers processus biologiques, et ce dans une grande variété de 
modèles cellulaires (Théry 2010). De nombreuses études s’accordent à montrer que les 
propriétés physiques et mécaniques de l’environnement cellulaire contrôlent le devenir 
cellulaire.  
Nous nous sommes ainsi demandés si la contrainte physique pouvait également influer 
sur la capacité des cellules à développer un cil primaire. Dans un premier temps, nous avons 
recherché les meilleures conditions pour contraindre un groupe de cellules hTERT-RPE1 en 
supposant que les contacts cellule/cellule étaient nécessaires à la ciliogénèse. Nous avons été 
surpris de constater que les cellules individuelles, en arrêt dans le cycle et contraintes sur des 
micro-patrons étaient aussi capables de former un cil primaire. Nos travaux se sont donc centrés 
sur l’étude de la ciliogénèse de cellules uniques contraintes sur des disques. La technologie des 
micro-patrons adhésifs confère plusieurs avantages : la possibilité d’analyser à haut débit et de 
façon massivement parallèle la réponse cellulaire induite par le confinement spatial grâce d’une 
part à la disposition des micro-patrons en réseau, et d’autre part, à la normalisation des formes 
cellulaires. De plus, les cellules contraintes sur des petits disques tendent à devenir plus 
volumineuses que des cellules cultivées de façon conventionnelle en flacon de culture. L’étude 
du positionnement du corps basal en 3D se trouve ainsi facilitée, permettant de caractériser de 
façon plus détaillée chaque étape de la ciliogénèse. 
 
 
 
 
 
 
 
  
Figure 53 : Cellule individuelle 
hTERT-RPE1 ensemencée sur petit 
disque et privée de sérum avant et 
après 24h de privation de sérum 
(vue sur le côté). 
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L’axe noyau/centrosome se trouve alors dirigé vers le haut de la cellule. Le protocole que 
j’ai développé et utilisé durant ma thèse est décrit précisément dans la publication parue dans 
Methods in enzymology en annexe (Pitaval et al. 2013).  
 Ainsi la surface du micro-patron et par conséquent la surface d’étalement de la cellule 
permet de mimer le confinement spatial imposé par la densité cellulaire. Une cellule contrainte 
sur un petit micro-patron – en l’occurrence dans notre étude, un petit disque de 700 µm2 - est 
confinée et mime la confluence cellulaire. A l’inverse, une cellule étalée sur un grand micro-
patron de 3000 µm2  reflète la faible densité cellulaire. 
L’objectif de cette étude a été d’étudier l’impact de l’organisation intracellulaire 
influencée par le confinement spatial sur la ciliogénèse. 
 
 
2. Article  
 
Cell shape and contractility regulate ciliogenesis in cell cycle-arrested cells.  
Pitaval, A., Tseng, Q., Bornens, M., & Théry, M. (2010). 
The Journal of Cell Biology, 191(2), 303–12.  
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3. Conclusions générales 
 
Ce travail a permis de mettre en évidence que : 
- Une cellule seule, spatialement contrainte et en arrêt de cycle, est capable de développer un 
pôle apical (riche en actine et en ezrine phosphorylée) et de former un cil, dont le corps basal est 
ancré au domaine apical. L’axe noyau/centrosome se trouve orienté vers la membrane apicale 
(ou membrane dorsale) 
- Le confinement spatial (petits disques) est directement corrélé avec la propension des cellules 
à pousser un cil  
- Le contact cellule/cellule n’influe pas sur le taux de ciliogénèse dans les cellules hTERT-RPE1 
- La contractilité et la formation du cil sont des processus mutuellement exclusifs. L’étalement 
des cellules sur les grands micro-patrons induit une contractilité des filaments d’actine présents 
à la surface ventrale. Cette contractilité empêche la formation d’un pôle apical, nuit à la 
migration du corps basal (maintenu sous le noyau) et par conséquent impacte négativement la 
ciliogénèse. Elle réduit considérablement la taille du cil quand il est présent. 
- La souplesse de la matrice ((gel polyacrylamide) ou l’addition d’agents déstabilisateurs d’actine 
favorise la formation du cil des cellules fortement étalées 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 54 : Schéma illustrant l’effet de la forme cellulaire sur la position du corps basal et sur la formation 
du cil primaire. Figure extraite de Pitaval et al. (2010). 
 
 
4. Discussions et perspectives 
A. Le confinement spatial et le devenir cellulaire 
 
La capacité de la cellule à former un cil primaire dépend donc du confinement spatial 
imposé à la cellule par le micro-patron adhésif. Une augmentation de l’étalement de la cellule 
compromet la migration du corps basal, lequel reste piégé sous le noyau. La contractilité des 
filaments d’actine en réponse à l’étalement des cellules empêche le processus de ciliogénèse. Il 
est par ailleurs établi que l’engagement des cellules vers une différenciation en adipocyte ou en 
ostéoblaste est lié à la contractilité de la cellule.  
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B. Confinement spatial, remodelage de l’actine et mécanotransduction 
 
Comme vu précédemment, la contractilité des filaments d’actine induite par l’étalement 
des cellules affecte la différenciation cellulaire, la morphogénèse et la ciliogénèse. Comment le 
remodelage du cytosquelette d’actine influe t-il sur ces processus ? Quel est le rôle de la 
contractilité de l’actine?  
En 2011, c’est à dire une année après la publication de notre article, l’équipe de Piccolo 
met tout d’abord en évidence le rôle de la mécanotransduction dans le contrôle de la 
différenciation des cellules souches mésenchymateuses en réponse au confinement spatial. La 
mécanotransduction est le processus par lequel les cellules perçoivent leur environnement à 
travers les signaux solubles mais aussi physiques et mécaniques comme la rigidité de la matrice 
ou le confinement spatial. Elles sont capables de décrypter et de convertir ces stimuli présents 
dans la matrice extracellulaire en signaux biochimiques, induisant une modification du 
comportement cellulaire tels la croissance, la différenciation, la progression tumorale (Dupont et 
al. 2011).  
 
La mécanosensation régule notamment l’activité de facteurs de transcription YAP (Yes-
associated protein) et son co-facteur TAZ (transcriptional co-activator with PDZ-binding motif). 
Ces derniers représentent des senseurs et des médiateurs nucléaires des signaux mécaniques 
exercés par le microenvironnement cellulaire. L’activité des YAP/TAZ est sensible à l’activité des 
RhoGTPases (essentiellement RhoA) et à la tension du cytosquelette d’actine exercée par la 
myosine II. En effet, en réponse à un étalement important des cellules, la cellule ajuste sa tension 
et réorganise son cytosquelette en formant d’importantes fibres de stress. La forte contractilité 
provoque la localisation nucléaire et par conséquent, l’activité de YAP/TAZ agissant comme 
facteurs de transcription. A l’inverse, YAP/TAZ sera séquestré dans le cytoplasme puis dégradé 
par le protéasome dans les cellules faiblement étalées. Ainsi, l’étalement des cellules souches 
mésenchymateuses sur des micro-patrons régule la différenciation par le biais de l’activité de 
YAP/TAZ. Dans le cas de la différenciation adipocytaire, elle est inhibée puisque cytoplasmique 
et à l’inverse, dans le cas de la différenciation en ostéoblaste, elle est nucléaire et active (Dupont 
et al. 2011).  
En 2015, Kim et collaborateurs démontrent que la ciliogénèse induite par le confinement 
spatial est régulée par le programme transcriptionnel de YAP/TAZ (Figure 55) (J. Kim et al. 
2015). La contrainte physique des cellules ou le traitement des cellules avec des agents 
déstabilisateurs du cytosquelette d’actine (cytochalasine D), conditions requises pour la 
formation du cil, promeut la rétention de YAP/TAZ dans le cytoplasme. A l’inverse, YAP/TAZ est 
nucléaire et actif lorsque les cellules sont fortement étalées sur le substrat. L’inhibition de 
YAP/TAZ augmente le potentiel ciliogénique même en absence de stimulation ciliogénique 
(comme la privation de sérum). A l’inverse, une hyper activation de YAP/TAZ supprime la 
ciliogénèse induite par la privation de sérum. Ainsi, il existe une interaction antagoniste entre la 
ciliogénèse et la fonction des YAP/TAZ en réponse à des signaux mécaniques comme la forme et 
la rigidité de la matrice.  
 Cependant, si le programme transcriptionnel induit par YAP/TAZ est impliqué 
négativement dans la croissance du cil, il ne semble pas être impliqué dans le processus de 
migration du corps basal : les cellules confinées sur-exprimant YAP/TAZ (mimant ainsi 
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l’étalement de la cellule sur grand micro-patron) n’ont pas de cil primaire mais présentent un 
corps basal au niveau de leur membrane apicale (J. Kim et al. 2015). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 55 : YAP/TAZ agissant comme senseurs et médiateurs de signaux mécaniques issus du 
microenvironnement. 
Le confinement spatial induit une rétention cytoplasmique du complexe YAP/TAZ. L’inactivation de ces 
facteurs de transcription favorise la ciliogénèse 
A l’inverse, l’étalement de la cellule sur un micro-patron provoque une localisation nucléaire et une 
activation de YAP/TAZ. Ce processus inhibe la ciliogénèse. Figure inspirée du schéma de Piccolo et al. (2014). 
 
 
Certaines protéines impliquées dans l’organisation du cytosquelette d’actine sont 
impliquées dans l’inactivation de YAP/TAZ dans les conditions de confinement spatial. C’est le 
cas de protéines dites de coiffe (ou capping) comme CapZ et la gelsoline et de protéines 
fragmentant l’actine comme la cofiline. L’inhibition de ces protéines dans les cellules 
ensemencées à haute densité augmente la présence de fibres de stress et active le complexe 
YAP/TAZ qui se trouve dans ce cas relocalisé dans le noyau. Ces données révèlent que 
l’activation de YAP/TAZ est contrôlé par l’architecture de l’actine, qui est elle même modulée par 
des régulateurs de l’organisation du cytosquelette (Aragona et al. 2013). 
 
C. Rôle complexe du cytosquelette d’actine sur les deux étapes de la ciliogénèse : migration 
du centrosome et élongation du cil 
 
Afin d’étudier le rôle du cytosquelette d’actine dans la migration du centrosome et dans 
la ciliogénèse 24h après le retrait du sérum, différents agents déstabilisateurs des filaments 
d’actine ont été utilisés dans notre étude. A l’issue de l’addition de ces drogues, différents effets 
aussi bien sur la migration que sur l’élongation du cil ont peu être observés, révélant la 
complexité de la contribution de l’actine dans le processus ciliogénique. Les effets ont été 
schématisés dans la figure 56. 
La dépolymérisation de l’actine induite par la cytochalasine D induit une augmentation 
de la longueur du cil dans les cellules confinées sur les petits disques. Dans le cas des cellules 
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étalées, la cytochalasine D a un effet remarquable à tous les niveaux : en plus de promouvoir le 
transport du corps basal (normalement localisé sous le noyau) à la surface dorsale, elle 
augmente d’un facteur 4 le pourcentage de cellules ciliées et la longueur du cil d’un facteur 2. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 56 : Effet de drogues déstabilisant l’architecture d’actine ou la contractilité sur la migration et la 
croissance du cil primaire sur petit et grand micro-patron, 24h après retrait de sérum. 
 
 
L’inhibition de la kinase Rho par le composé Y27632 provoque quasiment le même 
phénotype que la blebbistatine sur les cellules confinées : tous deux inhibent le mouvement du 
centrosome et diminue modérément la proportion de cellules ciliées. A l’inverse, sur les cellules 
étalées, les deux drogues augmentent l’élongation du cil, lequel était très court dans les cellules 
contrôles. Cependant, ces deux drogues ont des effets différents sur le positionnement du corps 
basal. Après le traitement avec Y2732, le corps basal est maintenu en position basale, tandis que 
la blebbistatine favorise la migration. 
Tous ces phénotypes révèlent la complexité du rôle exercé par les différentes 
architectures d’actine sur la migration du corps basal et sur la propension des cellules à former 
un cil primaire. Le rôle de la cytochalasine D sur la ciliogénèse et sur la longueur du cil avait déjà 
été rapporté (Kim et al. 2010). Dans cette étude, nous démontrons que la cytochalasine D a pour 
effet de favoriser les deux étapes de la ciliogénèse (migration du corps basal et élongation du cil) 
quelque soit le confinement physique. Il a par ailleurs été démontré que la cytochalasine D induit 
la rétention de YAP/TAZ dans le cytoplasme, conditions requise pour la ciliogénèse notamment 
(J. Kim et al. 2015). En revanche, les phénotypes en réponse au traitement avec le Y27632 et la 
blebbistatine sont plus variés et sont dépendant de l’étalement de la cellule. Le spectre d’action 
de Y27632 est large et affecte un grand nombre d’effecteurs de Rho comme les protéines ERM, 
RhoA expliquant probablement la diversité des réponses cellulaires. La blebbistatine révèle le 
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rôle de la myosine II dans la migration du corps basal. De façon étonnante, une diminution de la 
contractilité des filaments d’actine présente dans les cellules confinées (déjà relativement faible) 
nuit au processus ciliogénique, alors que dans les cellules étalées, elle le favorise. Cela pourrait 
s’expliquer par l’existence de deux architectures d’actine exclusifs dans la cellule : le réseau 
branché présent à la membrane apicale et le réseau contractile sous forme de fibres de stress 
ventrales. Un juste équilibre entre contractilité basale et relaxation apicale permet le bon 
déroulement de toutes les phases de la ciliogénèse (Figure 57).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 57 : La ciliogénèse nécessite une balance entre deux états exclusifs d’actine : le réseau branché 
présent au niveau de la membrane apicale (vert) et un réseau contractile au niveau de la membrane basale 
(rouge).  
 
D. Polarisation d’une  cellule unique dépourvue de contact cellule/cellule 
 
 La capacité d’une cellule RPE1 unique et privée de sérum sur micro-patron témoigne de 
l’importance de son interaction avec la matrice extracellulaire. Cela révèle également que dans 
ce type cellulaire, le rôle des contacts cellule/cellule semble négligeable. Quelques exemples 
montrent que l’adhésion de la cellule à la matrice extracellulaire joue un rôle clé dans la 
génération de l’asymétrie de la membrane. Dans le cas des MDCK, leur attachement à la matrice 
induit une rapide localisation de protéines corticales à la membrane apicale, lesquelles sont 
même exclues de la membrane qui est en contact avec la matrice. (Yeaman et al. 1999). Par 
ailleurs, certains types cellulaires comme des cellules intestinales peuvent ségréger des 
protéines selon les domaines membranaires en absence de jonction cellulaire (Baas et al. 2004). 
De même, les cellules épithéliales de drosophile ne possèdent pas de jonctions serrées et 
pourtant sont capables de se polariser (McCaffrey & Macara 2012). 
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 Au laboratoire, d’autres types cellulaires ont été testés comme les RPTEC/TERT (human 
renal proximal tubule epithelial cells) qui sont des cellules épithéliales du tubule proximal de 
rein ainsi que des cellules souches mésenchymateuses issues de biopsies de moelle osseuse. Ces 
deux types cellulaires parviennent également à former un cil lorsqu’elles sont seules sur un 
micro-patron recouvert de fibronectine. Cela témoigne du rôle prépondérant du contact 
cellule/matrice. D’autres lignées cellulaires telles que les MDCK et les MCF10A (cellules 
humaines épithéliales issues de glandes mammaires) ont également été testées mais formant 
des clusters, il est difficile des les isoler sur des micro-patrons. 
  
E. Rôle du réseau de microtubules dans la ciliogénèse? 
 
 Dans cette étude, nous avons observé une augmentation du niveau d’acétylation des 
microtubules lorsque les cellules sont ensemencées sur des grands disques de 3000 µm2 
comparativement aux cellules confinées sur petits disques de 700 µm2. Ce phénomène a 
également été observé dans d’autres situations. Plusieurs études ont rapporté une hyper-
acétylation des microtubules dans des cellules rénales (in vitro et issues de kystes rénaux de 
patients atteints de ciliopathies) et de cellules de cornée (issues de souris mutantes) dépourvues 
de cil primaire, suite à une inhibition de l’expression de IFT88 ou de KIF3A (Loktev et al. 2008; 
Berbari et al. 2012). Ce processus provoque une stabilité accrue des microtubules au froid et 
serait par ailleurs la conséquence d’une activité élevée de l’acétyltransférase αTAT1/MEC17 
(Berbari et al. 2013). Dans le cas de notre étude où des cellules sont fortement étalées et 
contractées sur les grands disques, pourrait-on observer également une augmentation de 
αTAT1/MEC17 ? Ces cellules sont-elles dans l’incapacité de déacétyler les microtubules ? Le 
niveau d’activité de l’histone déacétylase HDAC6 est-il diminué ? 
A ce sujet, deux publications montrent que l’activité de HDAC6 est notamment régulée 
positivement par une protéine centrosomale Cep70 et négativement par CYLD, une 
déubiquitinase impliquée dans la ciliogénèse (Yang et al. 2014; Shi et al. 2015). L’ensemble de 
ces résultats témoigne d’une interaction entre le cil primaire/corps basal et le cytosquelette de 
microtubules via le rôle de certaines protéines dans la régulation de la stabilité des 
microtubules. 
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II. Rôle de la stabilisation du réseau de microtubules dans la migration du corps 
basal lors de la ciliogénèse 
 
1. Introduction à l’article 
 
La première publication révèle l’effet de la forme et de la contractilité cellulaire sur la 
ciliogénèse 24h après le retrait de sérum. Dans cette deuxième étude, nous nous sommes 
intéressés aux mécanismes impliqués au cours de la migration du corps basal, un processus qui 
débute dès la privation de sérum. Cette étape est primordiale pour une croissance du cil 
effective. Pour ce faire, nous avons utilisé le même protocole que celui développé dans l’étude 
précédente. Nous avons choisi de travailler avec des petits disques de 700 µm2, un prérequis 
pour une ciliogénèse optimale (Figure 58). Cependant, au lieu d’observer les cellules 24h après 
le retrait de sérum, nous avons réduit l’échelle d’observation à des temps plus courts, c’est à dire 
de 0h à 4h après la privation de sérum. En effet, nous avons pu constater que la majorité des 
corps basaux atteignent la membrane apicale durant cet intervalle de temps.  
En plus des techniques d’immunofluorescence (pour marquer le corps basal, le 
cytosquelette, des protéines de polarité etc.), des techniques d’imagerie en temps réel à haute 
résolution grâce au « spinning disk » ont été très informatives quant à l’observation du 
mouvement du corps basal associé au remodelage du réseau de microtubules.   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 58 : Etude des premières étapes cytoplasmiques grâce à l’ensemencement et au sevrage de cellules 
RPE1 sur de petits disques de 700 µm2. (cellules vues de côté) 
1/ En présence de sérum, le centrosome est localisé au niveau de la surface ventrale. 
2/ Rapidement après le retrait de sérum, le centriole père se différencie en corps basal et s’associe avec une 
vésicule ciliaire 
3/ Migration du corps basal 
4/ Ancrage du corps basal à la membrane 
5/ Elongation du cil primaire 
 
L’objectif de ces travaux a consisté à caractériser la ou les forces agissant sur le 
centrosome pour le déplacer à la membrane apicale lors de la ciliogénèse. Ces forces impliquent 
la contribution du cytosquelette. Trois hypothèses ont été proposées, les deux premières 
hypothèses concernent les forces agissant sur les microtubules. 
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Hypothèse 1 : le corps basal peut être tiré en direction de la membrane apicale enrichie en 
protéines de polarité et en dynéine (Figure 59). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Hypothèse 2 : le corps basal est déplacé vers la membrane apicale par une force de poussée 
exercée par les microtubules. Cette force de poussée peut être induite par une augmentation de 
longueur et/ou du nombre de microtubules. Le changement de longueur des microtubules peut 
être la conséquence d’un excès de polymérisation de microtubules ou d’une augmentation de 
stabilité. Pinot et collaborateurs montrent que la réduction d’une gouttelette lipidique dans 
lesquelles sont placés des asters de microtubules est à l’origine d’un décentrage de l’aster 
(Figure 60 A) (voir chapitre 3 partie forces de poussée et de traction). Nous sous sommes 
inspirés de ces résultats et avons envisagé que dans le cas inverse où le confinement reste 
identique mais le nombre et/ou la longueur des microtubules augmente, le décentrage serait 
également effectif (Figure 60 B). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 60 : Hypothèse 2: Effet de la longueur et/ou du nombre de microtubules sur le décentrage du 
centrosome. 
Schéma de gauche 
A/ D’après l’étude de Pinot et collaborateurs, l’aster de microtubules est poussé vers la périphérie de la 
gouttelette lorsque cette dernière devient moins volumineuse 
B/ Hypothèse de travail : l’augmentation de la longueur et/ou du nombre de microtubules au sein d’une 
gouttelette de volume constant décentre l’aster de microtubules.  
Schémas inspirés et tirés de Vignaud et al. (2012). 
Schéma de droite : force de poussée exercée par les microtubules sur le corps basal afin de le transporter 
jusqu’à la membrane apicale. 
 
Figure 59 : Hypothèse 1 proposant une force 
de traction exercée par la dynéine localisée à 
la membrane apicale (segment jaune) sur le 
corps basal 
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Hypothèse 3 : La fonction de la vésicule est encore inconnue. Si celle-ci arborait des moteurs qui 
la déplacent le long des microtubules, elle pourrait servir de wagon pour le transport du corps 
basal vers la membrane apicale (Figure 61). 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
Si le cytosquelette est très certainement un acteur essentiel dans le déplacement du 
corps basal, il en est de même pour certains composants ciliaires probablement associés à ce 
cytosquelette. A ce jour, certaines protéines ciliaires, si elles sont déficientes, compromettent le 
transport du corps basal. C’est le cas de meckeline ou encore de MYH10 (Dawe et al. 2009; Hong 
et al. 2015). Notre système expérimental combiné à la technique d’ARN interférence convient 
pour l’identification de nouveaux gènes contribuant à la migration du corps basal. Pour ce faire, 
nous avons réalisé un mini-crible utilisant des siARN (small interfering RNA) ciblant des 
modulateurs positifs déjà connus de la ciliogénèse , à l’exception de l’émerine (Figure 63). 
L’objectif étant ici de caractériser la phase de la ciliogénèse défaillante quand ces composants 
sont inhibés (selon la position du corps basal en z): la migration du corps basal ou l’élongation 
du cil primaire. Le protocole est illustré dans la figure 64. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 63 : Schéma illustrant les gènes ciblés par les siARNs lors du mini-crible visant à identifier des 
modulateurs de la ciliogénèse impliqués dans la migration du corps basal. 
 
Publications faisant référence au rôle de chacun de ces composants ciliaires ciblés dans la 
ciliogénèse : 
IFT88 (Gregory J Pazour et al. 2000)   CEP123 (Sillibourne et al. 2013) 
Nesprine 2G (Dawe et al. 2009)   Gelsoline (Kim et al. 2010) 
KIF3A (Lin et al. 2003)    PARD3 (Sfakianos et al. 2007) 
Péricentrine (Jurczyk et al. 2004)    CEP164 (Graser et al. 2007) 
IFT20 (Follit et al. 2006)    Meckeline (Dawe, Smith, et al. 2007) 
Figure 61 : Hypothèse 3 : La vésicule ciliaire 
associée à l’extrémité distale du corps basal 
pourrait se déplacer le long des microtubules 
grâce à l’action d’éventuels moteurs présents à 
la surface de la vésicule. 
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Figure 64 : Schéma représentant le protocole utilisé lors du mini-crible. Les cellules RPE1 ont été 
transfectées dans des plaques 6 puits à 10nM final pendant 24h. Après trypsinisation, les cellules transfectées 
ont été ensemencées sur des petits disques de 700 um2. Après étalement des cellules, le retrait de sérum a été 
effectué pendant 24h afin d’induire la ciliogénèse. La fixation puis le marquage du noyau, du cil primaire 
(tubuline acétylée) et du centrosome (tubuline gamma) ont été réalisées.. 
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2. Article en préparation 
 
Microtubule stabilization drives basal body migration to initiate primary 
ciliogenesis 
Pitaval, A., Senger, F. Letort, G., Gidrol, X., Sillibourne, J., & Théry, M.  
Prêt à être soumis 
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Abstract 
Primary cilia, cell surface sensory organelles, are assembled through the coordinated 
conversion of the mother centriole (MC) in the centrosome into a basal body (BB). 
Migration of the MC to the apical surface is a prerequisite for primary cilium formation, 
yet surprisingly little is known about this process. Here, we exploited the reproducibility 
of cell micro-patterning to investigate the mechanisms of BB migration. Dramatic 
remodeling of both the microtubule and actin cytoskeletons was required for BB 
migration, with disruption of either perturbing movement. The density and stability of 
microtubules surrounding the centrosome increased rapidly, within 2-4 hours, after the 
induction of primary ciliogenesis. Concomitant myosin II-dependent remodeling of the 
actin cytoskeleton, from a symmetrical to asymmetrical array, also occurred. Results of a 
candidate-based siRNA screen of known primary ciliogenesis effectors linked the distal 
appendage protein Cep164 to BB migration and cytoskeletal remodeling, both of which 
failed its absence. Together, our data demonstrate that the hitherto unexplored 
mechanism of BB migration during primary ciliogenesis is driven by a transient increase 
in microtubule stability and myosin II-dependent actin remodeling.  
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Introduction 
Primary cilia are sensory organelles localized at the surface of most cells in the human 
body (Wheatley et al. 1996). They possess cell-type specific transmembrane receptors 
that respond to extracellular signals and transduce them to the interior of the cell. This 
function of primary cilia is important for cellular homeostasis and embryonic 
development, during which primary cilia have important instructive roles in tissue 
formation (Nigg & Raff 2009). Genetic mutations that result in the failure to form a 
primary cilium cause developmental defects including polydactyly, craniofacial defects 
and heart malformation, and highlight the crucial role of this organelle in development 
(Goetz & Anderson 2010).   
 
The formation of a primary cilium occurs through the conversion of the centrosome’s 
mother centriole to a basal body (Sorokin 1962). In non-polarized cells, this process can 
be broken down into four fundamental steps: 1) the formation of a ciliary vesicle at the 
distal end of the mother centriole; 2) extension of a axoneme from the plus ends of the 
mother centriole’s centriolar microtubules; 3) migration of the mother centriole to the 
apical surface and; 4) attachment of the mother centriole to the cortex. In polarized cells 
a ciliary vesicle does not form, instead the basal body attaches directly to the cortex and 
an axoneme is extended. Primary cilium assembly is a complex and highly coordinated 
process, which is reflected by the large number of primary ciliogenesis effectors and 
their diverse functions (Kim et al. 2010; Wheway et al. 2015).   
 
The initial step of primary ciliogenesis, ciliary vesicle formation, begins with Rab-
dependent trafficking of vesicles to the distal appendages of the mother centriole 
(Knödler et al. 2010; Nachury et al. 2007; Westlake et al. 2011), to which they attach and 
eventually fuse (Lu et al. 2015) to create a larger ciliary vesicle covering the end of the 
centriole. Assembly of the ciliary vesicle is coordinated with the removal of an inhibitory 
capping complex from the distal end of the mother centriole. CP110 and Cep97 are two 
components of this complex (Spektor et al. 2007) and their displacement from the distal 
end of the mother centriole is mediated by the kinase TTBK2 (Goetz et al. 2012). Recent 
work has shown that Cep164, a distal appendage protein (Graser et al. 2007), plays an 
important role in both the anchoring of factors (Cajánek & Nigg 2014) regulating the 
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removal of the CP110 and Cep97-containing inhibitory complex and the formation of the 
primary ciliary vesicle (Schmidt et al. 2012). 
 
Once the ciliary vesicle has begun to form, the ciliary axoneme is extended from the 
distal end of the mother centriole through the addition of tubulin to the plus ends of the 
centriolar microtubules. This is dependent upon the activity of a multi-subunit complex 
known as the intraflagellar transport (IFT) complex. Transport is dependent upon the 
activity of kinesin and dynein molecular motors, which interact with different subunits 
of the IFT complex (Lechtreck 2015). 
 
Remodeling of the actin cytoskeleton is necessary for primary cilium formation to occur, 
and perturbation of the function of actin regulators is known to impede primary 
ciliogenesis (Pitaval et al. 2010). Branched actin filament formation is unfavorable for 
primary ciliogenesis because it impairs the recruitment of primary ciliogenesis effectors 
to a region surrounding the centrosome referred to as the pericentrosomal preciliary 
compartment (PPC) (Kim et al. 2010). Depletion of Arp2/3 complex subunits or a low 
dose of cytochalasin D, both of which disrupt actin filament formation, facilitates the 
formation of the PPC and promotes primary ciliogenesis. Moreover, cytochalasin D 
treatment can induce primary cilium formation in serum-fed cells and increase cilium 
length, indicating tight coupling between the actin cytoskeleton and primary ciliogenesis 
(Kim et al. 2010). Part of this effect may be due to a reduction in actomyosin 
contractility, as high contractility is known to decrease the frequency of primary cilium 
formation and cilium length (Pitaval et al. 2010).  
 
The final steps of primary cilium formation in non-polarized cells are migration of the 
centrosome to the apical surface and attachment of the basal body to the cortex (Sorokin 
1962). More is known about how the basal body is attached to the cortex than the apical 
migration of the centrosome, which remains an understudied process. Basal body 
attachment to the cortex is mediated by the mother centriole’s distal appendages and 
several of their components have been identified. Cep83 is a key distal appendage 
protein (Joo et al. 2013) that is responsible for anchoring four other components, Cep89 
(Cep123/CCDC123) (Sillibourne et al. 2013), SCLT1, Cep164 (Graser et al. 2007) and 
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FBF1 to this site (Tanos et al. 2013). Exactly how the basal body is anchored to the 
cortex or how it arrives at this site is not known. 
 
In this paper, we exploited the reproducibility of adhesive cell micropatterning to 
investigate in detail the mechanisms driving apical centrosome migration during 
primary ciliogenesis. Dramatic remodeling of the actin and microtubule cytoskeletons 
was found to drive apical centrosome movement and relied on the activity of molecular 
motors. A candidate-based siRNA screen of primary ciliogenesis effectors identified a 
role for distal appendage proteins in centrosome movement. These data characterize in 
detail the previously understudied process of centrosome migration and identify 
unreported roles for known ciliogenesis effectors in this process.   
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Results 
Basal body migration in micropatterned cells occurs in a spatially and temporally 
defined manner 
 
Previous studies have shown that the culture of cells on adhesive micropatterns 
promotes reproducible organelle positioning and results in a defined intracellular 
architecture (Théry et al. 2006; Pitaval et al. 2013). We have shown that primary 
ciliogenesis can be induced in retinal pigment epithelial 1 (RPE1) cells cultured on disc-
shaped micropatterns and is influenced by cell confinement and contractility (Pitaval et 
al. 2010). Highly confined cells exhibiting low contractility form primary cilia more 
frequently than less constrained cells exhibiting higher contractility. For this reason, we 
chose to monitor the BB migration step of primary ciliogenesis (Figure 1A) in RPE1 cells 
growing on small disc-shaped micropatterns with an area of 700 μm2 because they 
exhibited low contractility. RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 were cultured either in 
the presence or absence of serum for 24 hours and were then fixed and stained with 
with phalloidin to label F-actin and an antibody to acetylated tubulin to label cilia 
(Figure 1B). This revealed that the centrosome was located at the basal surface in cells 
cultured in the presence of serum, while those cultured in the absence of serum had 
formed cilia and the centrosome was at the apical surface. To determine the timing of BB 
migration, RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 were fixed and stained with an 
acetylated tubulin antibody at intervals over a 24-hour period. BB migration was found 
to occur rapidly, with the centrosome typically localizing to the apical surface 2-4 hours 
after serum starvation (Figure 1C). Quantification of the number of ciliated cells over 
time showed that only 20% of cells were ciliated after 4 hours of serum starvation, but 
this figure increased to nearly 80% after 24 hours (Figure 1C). Monitoring of BB 
migration by live imaging of RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 confirmed these 
results (Figure 1D). Together, these data demonstrated that BB migration was one of the 
initial steps of primary ciliogenesis, which occurred rapidly after serum starvation, and 
this process could be easily monitored and quantified in micropatterned cells. 
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Role of known ciliogenesis effectors in basal body migration 
 
Next, we decided to investigate the role of known primary ciliogenesis effectors in basal 
body migration, using siRNA to mediate their depletion. Candidates were chosen to 
reflect the diversity of ciliogenesis effectors and included Cep164 (Graser et al. 2007), 
Cep123 (Cep89/CCDC123) (Sillibourne et al. 2013; Tanos et al. 2013), intraflagellar 
transport 20 (IFT20), partitioning defective 3 (PARD3) (Sfakianos et al. 2007), 
nesprin2G, emerin, meckelin (Dawe et al. 2009), pericentrin (Jurczyk et al. 2004), KIF3A 
(Lin et al. 2003), gelsolin (Kim et al. 2010), kinesin light chain (KLC1) and IFT88 (G J 
Pazour et al. 2000). Small-interfering RNA-mediated protein depletion was used to 
assess the role of each candidate in centrosome migration (Supplementary figure S1A). 
RPE1 cells previously treated with siRNA were plated onto micropatterns and the 
centrosome position determined relative to the micropattern after serum starvation for 
24 hours (Figure 2A and Supplementary figure S1B). BB migration was impaired after 
the depletion of most of the candidates, with the exception of KLC1 and IFT88 where it 
occurred unhindered. Depletion of the tested candidates caused a decrease in the 
number of ciliated cells after 24 hours of serum starvation, confirming published results 
(Figure 2A).  
 
Two candidates, Cep164 and IFT88, were selected for further analysis as their depletion 
(Supplementary figure S1C) resulted in opposing phenotypes, with depletion of Cep164 
blocking BB migration and IFT88 ablation having no effect. Confocal imaging and 
oblique view reconstructions confirmed our initial results and showed that after serum 
starvation the centrosome was at the basal surface in Cep164-depleted cells, while in 
IFT88-depleted cells it was at the apical surface, but neither possessed a cilium, in 
contrast to control siRNA-treated cells (Figure 2B). These results indicated that some 
primary ciliogenesis effectors participate in BB migration while others, such as IFT88, 
do not.  
 
Remodeling of the microtubule network during basal body migration 
 
Centrosome positioning is known to be microtubule dependent. We decided to 
investigate the role of microtubules in basal body movement by treating cells with the 
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microtubule depolymerizing agent nocodazole. To determine if an intact microtubule 
network is required for basal body migration, cells were treated with nocodazole for 1 
hour prior to serum starvation. Depolymerization of the microtubule network impaired 
basal body migration, with the mean z position of the centrosome, relative to the 
micropattern, being 3.1 +/- 1.3 µm in controls and 1.94 +/- 1.2 µm in nocodazole treated 
cells (p=0.0003). In concordance with impaired basal body migration, the number of 
ciliated cells was reduced from 63% in controls (n=100) to 31% in nocodazole-treated 
cells (n=50). These results indicated that an intact microtubule array was required for 
centrosome migration and primary cilium formation.  
 
To investigate the role of microtubules in basal body migration in more detail live 
imaging of micropatterned RPE1 EGFP-centrin 1 cells transduced with MAP4-RFP, to 
label the microtubules (Figure 3A and B), was carried out. Imaging of cells cultured in 
the absence serum revealed that centrosome migration typically began 2 to 4 hours 
after serum starvation and this coincided with a dramatic increase in the number of 
microtubules surrounding the centrosome (Figure 3A). Where basal body migration did 
not occur, no increase in microtubule density surrounding the centrosome was observed 
(Figure 3B and Supplementary figure S1D). Changes in microtubule density were 
quantified by staining serum-starved, micropatterned RPE1 cells with an antibody to α-
tubulin, and measuring microtubule fluorescence intensity in a 5 µm region surrounding 
the centrosome (Figure 3C). These measurements demonstrated that microtubule 
density around the centrosome increased with time after serum-starvation. 
Furthermore, when these measurements were plotted against the axial position of the 
centrosome there was a clear positive correlation between centrosome position and 
microtubule density (Figure 3D). Combined, these data suggest that centrosome 
migration is, in part, driven by an increase in the number of microtubules and the 
capacity of the centrosome to organize and interact with this microtubule network. To 
support such a model of basal body migration, serum-starved RPE1 cells were stained 
with an antibody to the microtubule end-binding protein EB1 and its fluorescent 
intensity was measured over time (Figure 3E). An increase in EB1 fluorescence intensity 
was observed 2 hours after serum starvation in concordance with the α-tubulin 
fluorescence intensity measurements and supported a role for increased microtubule 
nucleation in BB migration.   
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Role of stable microtubules in driving basal body motion 
 
We reasoned that the apparent increase in microtubule density might be due to changes 
in microtubule dynamics, and a transient increase in microtubule stability. To test this, 
micropatterned RPE1 cells were serum-starved for 2 hours and then subjected to a brief 
cold shock before staining with an antibody to tubulin (Figure 4A). The results of this 
assay demonstrated that microtubule dynamics were indeed altered, as there was a 
transient increase in the number of cold-resistant microtubules 2 hours after serum 
starvation. These data indicated that increased microtubule stability could induce 
remodeling of the microtubule network and drive centrosome movement. We tested this 
hypothesis in numerical simulations of microtubule dynamics, changing the rate of 
microtubule catastrophe. A relatively low catastrophe rate was found to result in the 
formation of a microtubule network capable of driving centrosome movement to the 
apical surface (Figure 4B). Together, these results suggest that changes in microtubule 
dynamics either by stabilization or altered catastrophe rates enable apical centrosome 
migration. 
 
Actin remodeling induces symmetry breaking and influences the microtubule 
network to promote apical motion of the basal body 
 
While our results indicated that changes in microtubule stability and remodeling of the 
microtubule network were important for centrosome migration, the actin cytoskeleton 
is known to be involved in BB migration in some systems (Sandoz et al. 1988; Lemullois 
et al. 1988). Staining of RPE1 cells with phalloidin, to label F-actin, and an antibody to 
tubulin to label the microtubules, showed that profound changes occurred in the actin 
and microtubule cytoskeletons following serum starvation (Figure 5A). Prior to serum 
starvation the actin cytoskeleton was organized in a symmetrical fashion, whereas after 
4 hours of serum starvation actin filaments partitioned to one side of the cell and the 
cytoskeleton appeared asymmetrical. This impacted upon the microtubule cytoskeleton 
and microtubules were often aligned with the actin cytoskeleton and unequally 
distributed in the cell.  
 
To ascertain if the observed actin remodeling was myosin II-dependent, RPE1 cells were 
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serum-starved for a period of 4 hours with samples being removed at 1-hour intervals 
and fixed and stained with a phospho-myosin antibody and phalloidin (Figure 5B). This 
showed that cells cultured in the presence of serum possessed a radially symmetrical 
actin cytoskeleton, whereas those cultured in the absence of serum for 4 hours had an 
asymmetrical actin cytoskeleton with prominent actin fibers spanning the cytoplasm. 
Averaging of phospho-myosin signal demonstrated that the level of phospho-myosin 
progressively increased with time, indicating that serum starvation triggered an 
increase in contractility (Figure 5C). These data suggested that myosin II activity was 
required for actin remodeling, but did not provide any evidence supporting a role for 
myosin II-dependent contractility in BB migration. To test this RPE1 cells were treated 
with the myosin II inhibitor blebbistatin (Firestone et al. 2012) and a cold-resistance 
assay carried out. A dramatic reduction in the number of cold-stable microtubules, 
compared with controls, after blebbistatin treatment indicated that myosin II-dependent 
contractility was involved in microtubule stabilization and participated to BB migration 
(Figure 5D). Supporting these results, increased phosphoERM staining was observed 
after serum starvation (Supplementary figure S2A) although this appeared to occur after 
microtubule and actin cytoskeleton remodeling. Recruitment of the dynein-interacting 
proteins p150 and NuMA to the apical cortex was also observed after serum starvation 
(Supplementary figure S2B-D), raising the possibility that the molecular motor dynein 
may be involved in microtubule remodeling and BB migration.  
 
Investigation of the role of ciliogenesis effectors in basal body migration 
 
The above data suggested that basal body movement was driven by changes in the actin 
and microtubule cytoskeletons and was dependent upon the activity of myosin II. Within 
this context, we decided to investigate in more detail the phenotypes resulting from the 
depletion of Cep164 and IFT88, because their ablation had opposing effects upon BB 
migration. In a microtubule cold-resistance assay, Cep164-depleted cells were found to 
have fewer cold-resistant microtubules compared with control or IFT88-depleted cells 
(Figure 6A-C). This suggested that the centrosome migration defect previously observed 
in Cep164-depleted cells was due to a failure to remodel and stabilize microtubules that 
facilitated BB migration. To determine if the actin cytoskeleton was altered in Cep164- 
or IFT88-depleted cells, phospho-myosin staining was carried out on RPE1 cells 
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cultured in the presence or absence of serum for 4 hours (Figure 6D). Reduced phospho-
myosin staining was observed in Cep164-depleted cells compared with control or 
IFT88-depleted cells after serum starvation. The failure of Cep164-depleted cells to 
remodel their actin and microtubule cytoskeletons implicates Cep164 in these processes 
and suggests a novel function for the protein. In contrast, depletion of IFT88 affected 
neither remodeling of the actin and microtubule cytoskeletons nor movement of the 
centrosome to the apical surface and places IFT88 downstream of Cep164 in the 
ciliogenesis pathway. 
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Discussion 
In this paper we have exploited the reproducibility of cell micropatterning to 
characterize in detail the previously poorly defined step of centrosome migration during 
primary ciliogenesis. Prior to primary ciliogenesis, the centrosome was located at the 
basal surface of the cell and its translocation to the apical surface was found to rely on 
the remodeling of both the actin and microtubule cytoskeletons. Our results, and those 
of others, demonstrate that an intimate connection between the actin and microtubule 
cytoskeletons mediates centrosome migration and primary cilium formation. 
 
Centrosome migration was found to rely on the reorganization of the microtubule 
network and the assembly of cold-stable microtubules. These changes were required for 
the movement of the centrosome to the apical surface, but once the mother centriole had 
reached this site they were no longer required. Cold-resistant microtubule formation is 
known to rely on microtubule-associated proteins (MAPs) and members of the MAP6 
are involved in this process (Lefèvre et al. 2013); however these are expressed in a 
tissue-specific manner. MAP4 is ubiquitously expressed and has been shown to localize 
to axoneme of the primary cilium, where it competes with septins for the binding to 
microtubules and negatively regulates cilium length (Ghossoub et al. 2013). Depletion of 
MAP4 from RPE1 cells has little impact on primary cilium formation, indicating that it is 
not essential for the process, but it is possible that MAP4 plays a role in the transient 
stabilization of microtubules and centrosome migration. A potential role for MAP4 in 
this process will require further investigation. 
 
An alternative mechanism of microtubule stabilization might exist. Recent work in 
fission yeast has shown that upon entry into quiescence S. pombe assembles its 
microtubules into a single bundle that is attached to the spindle pole body, the yeast 
equivalent of the centrosome (Laporte et al. 2015). The assembly of this single 
microtubule bundle from the three to five bundles of microtubules that are normally 
present during interphase is Ase I and Mto I dependent. Interestingly, homologs of these 
proteins exist in humans and they are PRC1 and CDK5RAP2 (Cep215), respectively. 
PRC1 is a microtubule bundling protein that binds to the microtubules of the central 
spindle that forms in late mitosis (Mollinari et al. 2002), while CDK5RAP2 is a 
pericentriolar material protein (PCM) involved in the nucleation of microtubules and 
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stimulates the activity of the γ-tubulin ring complex (Y.-K. Choi et al. 2010). It would be 
interesting to determine if CDK5RAP2 participates in the increased nucleation of 
microtubules during BB migration and if PRC1 is involved in reorganizing the 
microtubule network during primary cilium formation.  
 
Microtubule reorganization and stabilization was dependent on actomyosin driven 
contractility, as inhibition of myosin II with blebbistatin prevented the formation of 
cold-stable microtubules. Recent work has established a connection between Mec17, the 
enzyme responsible acetylating microtubules, and myosin IIB (Rao et al. 2014). Mec17 
appears to control the expression of myosin IIB, which is up-regulated during primary 
ciliogenesis and is required for primary cilium formation. In contrast, levels of myosin 
IIA remain constant after the induction of primary ciliogenesis and this motor plays an 
inhibitory role in the process (Rao et al. 2014). Surprisingly, depletion of Cep164 
resulted in a similar phenotype as myosin II inhibition, suggesting that Cep164 is 
somehow involved in regulating actin dynamics. Cep164’s participation in this process 
will require further investigation. These results combined with our data suggest that 
complex feedback between the actin and microtubule cytoskeletons and the centrosome 
is required for the initiation of primary cilium formation.  
 
Our findings contrast those of early studies investigating basal body migration in multi-
ciliated cells, such as those lining the ependyma, oviduct and trachea (Sandoz et al. 
1988; Lemullois et al. 1988). In the quail oviduct, basal body migration was found not to 
rely on the microtubule network, and instead was dependent upon the actin 
cytoskeleton. The dependency of basal bodies in multi-ciliated cells solely upon the actin 
cytoskeleton for migration might reflect a structural difference between individual basal 
bodies and the mother centriole, which remains attached to the daughter centriole when 
a primary cilium is formed. In this respect, it has been shown that the striated rootlets of 
multiciliated cell basal bodies contain both actin and myosin and, furthermore, these 
structures often appear to be absent from primary cilia.  
 
Altogether, our data demonstrate that centrosome migration to the apical surface is 
orchestrated by coordinated changes in the actin and microtubule cytoskeletons with an 
increase in microtubule stability playing an important part in the process. Identifying 
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the factors responsible for mediating microtubule stability and the connection with the 
actin cytoskeleton will be the next step and cell micropatterning will be invaluable in 
achieving this.   
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Materials and Methods 
 
Cell Culture 
Human telomerase-immortalized retinal pigment epithelial 1 (RPE1) cells (Clontech) 
and RPE1 cells stably expressing EGFP-centrin1 (a kind gift of Alexey Khodjakov) or 
Lifeact-GFP were cultured in a humidified incubator at 37°C in DMEM/F12 medium 
supplemented with 10% fetal bovine serum and 1% penicillin/streptomycin (all from 
Life Technologies).  
 
Micropatterns 
Disc-shaped micropatterned coverslips were obtained from CYTOO or produced in 
house according to previously established protocols (Azioune et al. 2009). 
 
Inhibitors 
RPE1 cells were treated with 1 µM cytochalasin D (Sigma), 1 µM nocodazole (Sigma), 50 
µM ciliobrevin D (EMDMillipore). Synchronization of RPE1 cells by double thymidine 
block was carried out by culturing cells in medium containing 2 mM thymidine (Sigma) 
for 16 hours, removing the thymidine and culturing for 10 hours, and culturing again 
with 2 mM thymidine for a further 16 hours. Cells were released from the block by 
removing the thymidine and allowed to re-enter the cell cycle. 
 
Viral transduction 
RPE1 cells were transduced with BacMam MAP4-RFP virus (Life Technologies) 
according to the protocol provided.  
  
Small-interfering RNA treatment 
RPE1 cells were transfected with siRNAs (Qiagen and Dharmacon) using Lipofectamine 
RNAi Max treansfection reagent (Life Technologies) at a final concentration of 10 nM 
following the manufacturer’s protocol. At least two independent siRNAs were tested for 
each target with the exception of KLC where only a single siRNA duplex was used to 
deplete the protein from cells. 
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Antibodies and cytoskeletal labeling agents 
Primary antibodies used in this study were obtained from the following sources and 
used at the following dilutions: mouse anti-acetylated tubulin (Sigma clone 6-11B-1; 
1/10,000 for IF), rabbit anti-alpha tubulin (Serotec AbD MCA77G; 1/3,000 for IF), rabbit 
anti-Cep164 (Erich Nigg; 1/1,000 for IF and 1:2,000 for WB), mouse anti-EB1 (BD 
Biosciences #610535; 1/500 for IF), rabbit anti-gamma-tubulin (Abcam ab11317; 
1/1,000 for IF), rabbit anti-GAPDH (Santa Cruz #25778; 1/200 for WB), rabbit anti-
IFT88 (Proteintech #13967; 1/50 for IF and 1/200 for WB), mouse anti-lamin A/C 
(Sigma, clone 4C11; 1/5,000 for WB), rabbit anti-NuMA (Santa Cruz #48773; 1/100 for 
IF), mouse anti-p150glued (BD Biosciences #612709; 1/100 for IF), anti-pERM (Cell 
Signaling Technology #3141; 1/800 for IF), and rabbit anti- phospho myosin light chain 
2 (Ser19)  (Cell Signaling Technology #3671; 1/50 for IF). Alexa fluorophore-conjugated 
secondary antibodies (Molecular Probes) were diluted 1/1,000. Alexa fluorophore-
conjugated phalloidin (Molecular Probes) was re-suspended in methanol and diluted 
1/500 in PBS.  
 
Immunofluorescent staining 
Cells were fixed with 3% paraformaldehyde for 15 minutes at ambient temperature and 
permeabilized with PBS containing 0.1% Triton X-100 (Sigma) for 5 minutes. After 
washing with PBS the cells were blocked with PBSAT (PBS containing 1% bovine serum 
albumin (Sigma) and 0.1% Triton X-100) for 15 minutes. The cells were stained with 
primary antibodies diluted in PBSAT for 1 hour, followed by extensive washing with 
PBSAT and staining with secondary antibodies diluted in PBSAT for 30 minutes. The 
cells were washed with PBS and the DNA labeled with 0.2 µg/ml DAPI (Sigma) for 1 
minute. After washing the cells with water, the coverslips were air-dried and mounted 
onto slides using Mowiol. 
 
Live and fixed cell imaging 
Live cell imaging was carried out on a Nikon spinning disk microscope equipped with a 
60X, 1.4 NA objective lens and a HQ2 CoolSnap camera. Images of fixed cells were 
captured on an Olympus BX61 microscope equipped with a 100X, 1.4 NA objective lens 
and a HQ2 CoolSnap camera.  
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Western Blotting 
Proteins were separated by SDS polyacrylamide gel electrophoresis and transferred 
onto nitrocellulose membrane using a semi-dry Western blotting apparatus (BioRad). 
The membranes were blocked with PBS containing 5% non-fat milk for 1 hour at 
ambient temperature. After blocking the membranes were probed with primary 
antibodies overnight at 4°C. The membranes were washed four times with blocking 
buffer before adding HRP-conjugated secondary antibodies (Life Technologies), diluted 
as recommended in blocking buffer, and incubating for 30 minutes at ambient 
temperature. After washing three times with PBS containing 0.1% Tween-20 (Sigma) 
the membranes were developed using ECL reagent (Life Technologies) and imaged on 
the ChemiDoc system (BioRad). 
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Figure Legends 
Figure 1. Micropatterns facilitate the study of the early steps of primary 
ciliogenesis 
A) A schematic depicting the steps of primary ciliogenesis. Current models propose that 
primary cilium formation begins with the assembly of a ciliary vesicle at the distal end of 
the mother centriole, after which the mother centriole (basal body) migrates to the 
apical surface and attaches to the cortex. Axoneme extension occurs once the basal body 
has anchored to the cortex. B) Micropatterned RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 
(white), cultured in the presence or absence of serum for 24 hours, stained with 
phalloidin (green), to visualize F-actin, acetylated tubulin antibody (red) to label the 
cilium and DAPI to stain the DNA (blue). When cells were cultured in the presence of 
serum, the centrosome was at the basal surface, while in the absence of serum the cells 
were ciliated and the basal body localized to the apical surface. C) Plotting the 
centrosome’s Z position, as a percentage of nuclear height, showed that basal body 
migration to the apical surface began rapidly, with movement beginning 2 hours after 
serum starvation and being completed in most cells 8 hours after serum starvation. 
Basal body movement occurred prior to basal body migration as the number of ciliated 
cells increased over time and reached a maximum 24 hours after serum starvation (one 
experiment, n=60 cells per condition).  D) Time lapse imaging of serum-starved RPE1 
EGFP-centrin1 cells on micropatterns revealed the dynamics of basal body migration, 
which typically began 2 to 4 hours after serum starvation. Scale bars 5 µm in all cases. 
  
Figure 2. Evaluation of the role of known ciliogenesis effectors in basal body 
migration 
A) Measurement of the centrosome’s position, relative to the micropattern, in cells 
treated with siRNAs targeting factors known to be involved in primary cilium formation 
revealed that many were involved in basal body migration (left chart). Quantification of 
the number of ciliated cells confirmed published results and demonstrated that the 
candidates were required for primary cilium formation (right graph). Impaired basal 
body migration was observed after siRNA-mediated depletion of Cep123, Cep164, 
intraflagellar transport 20 (IFT20), partitioning defective 3 (PARD3), nesprin2G, emerin, 
meckelin, pericentrin (PCTN), Kif3A and gelsolin. In contrast, ablation of kinesin light 
chain (KLC) had no significant effect on basal body migration and loss of intraflagellar 
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transport 88 (IFT88) enhanced basal body migration compared to the control. B) 
Confocal imaging of serum-starved RPE1 EGFP-centrin1 (green) cells stained with DAPI 
to label the DNA (blue) and an antibody to α-tubulin (red) to stain microtubules showed 
that Cep164 depletion impaired basal body movement and the centrosome remained at 
the basal surface. In contrast, IFT88 depletion had no effect upon basal body migration 
and the centrosome was located at the apical surface of the cell. Staining of 
micropatterned RPE1 cells with antibodies to acetylated tubulin (red) and γ-tubulin 
(green) demonstrated that control cells were indeed ciliated after 24 hours of serum 
starvation, whereas Cep164- and IFT88-depleted cells were not.  
  
Figure 3 Primary ciliogenesis induces changes in the microtubule network that 
drive basal body migration  
A and B) Time lapse imaging of RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 (red) and MAP4-
RFP (green) was carried out to study microtubule dynamics during basal body 
migration. Two examples are shown, one where basal body migration was observed (A) 
and another where no migration was observed (B). In each case orthogonal 
reconstructions are shown in the top row and XY views in the bottom row. A) Basal body 
migration coincided with the formation of a dense microtubule network that 
surrounded the centrosome and along which it appeared to migrate. B) When basal 
body migration failed to occur no increase in microtubule density was observed. C) 
Measurement of the centrosome’s Z position confirmed previous results and showed 
that basal body migration begins 2 hours after serum starvation. Basal body migration 
coincided with an increase in α-tubulin fluorescent intensity (green) in a 5 µm box 
surrounding the centrosome in serum-starved RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 
(red) (n=75 cells per condition). D) Plotting of α-tubulin fluorescence intensity against 
centrosome’s Z position, relative to the micropattern, supported a positive correlation 
between the Z position of the centrosome and microtubule density. E) Staining of serum-
starved RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 (green) with an antibody to EB1 (red), 
followed by fluorescence intensity measurements, supported the above findings and 
indicated that changes in the microtubule network were responsible for driving basal 
body movement to the apical surface (n=60 cells per condition). Scale bars XY, 10 µm 
and Z, 5 µm in all cases. 
 
 142
Figure 4 Characterization of microtubule remodeling in cells undergoing primary 
ciliogenesis 
A) RPE1 cells were serum starved for 2 hours and then subjected to a cold shock, by 
placing on ice for 30 minutes. Staining of the cells with an antibody to α-tubulin (fire 
LUT) showed that there were more cold-stable microtubules in serum-starved cells 
compared with serum-fed cells. Quantification of α-tubulin fluorescence intensity 
demonstrated that there was a transient increase in the number of cold-stable 
microtubules 1 to 2 hours after the removal of serum and the induction of primary 
ciliogenesis (results of 3 independent experiments, n=125 cells per condition). B) A 
model of microtubule dynamics showing how changes in the catastrophe rate influence 
the axial position of the centrosome in the cell.  
 
Figure 5 Actin remodeling induces symmetry breaking and influences the 
microtubule network to promote apical motion of the basal body 
A) RPE1 cells expressing Lifeact-GFP (green) were cultured in the presence or absence 
of serum for 2 hours, fixed, and stained with an antibody to α-tubulin (red) to label the 
actin and microtubule cytoskeletons, respectively. The actin cytoskeleton in serum-fed 
cells appeared to be symmetrical, whereas in serum-starved cells the actin cytoskeleton 
was asymmetrical with actin fibers displaced to one side of the cell. Changes in the actin 
cytoskeleton influenced the microtubule network, with bundles of microtubules co-
partitioning with displaced actin filaments. B) RPE1 cells expressing EGFP-centrin1 
(grey) growing either in the presence or absence of serum were stained with phalliodin 
(green) to label the F-actin, phospho-myosin (red) and DAPI to label the DNA (blue). 
Induction of primary ciliogenesis by serum starvation resulted the formation of an 
asymmetrical actin cytoskeleton and provoked an increase in phospho-myosin levels, 
suggesting that increased myosin contractility was responsible for driving changes in 
the actin cytoskeleton. C) Staining of serum-starved RPE1 cells cultured on 
micropatterns with an antibody to phospho-myosin (fire LUT), followed by cell 
averaging, demonstrated that there was an increase in the amount of phosphorylated 
myosin and contractility upon serum starvation. D) Analysis of the position of the 
centrosome in serum-starved RPE1 cells expressing Lifeact-GFP (Fire LUT) treated with 
blebbistatin. Inhibition of contractility impaired the movement of the centrosome to the 
apical surface, indicating that a transient increase in contractility is part of the 
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mechanism driving the apical movement of the centrosome during primary ciliogenesis 
(results of 2 independent experiments, n=110 cells per condition).  
 
Figure 6 Investigation of the role of ciliogenesis effectors in basal body migration 
A and B) Short-interfering RNA-treated RPE1 cells were cultured on micropatterns in 
the presence or absence of serum for 2 hours, subjected to cold-shock for 30 minutes, 
fixed and stained with an antibody to α-tubulin (fire LUT). A) Depletion of Cep164 from 
cells impaired the formation of cold-stable microtubules after serum starvation. B) In 
contrast, depletion of IFT88 had little impact upon the formation of cold-stable 
microtubules. C) Quantification of α-tubulin levels in a 5 μm square region surrounding 
the centrosome showed that after Cep164 depletion fewer cold-stable microtubules 
were present compared to the IFT88 or control siRNA-treated cells (results of 2 
independent experiments, n=110 cells per condition). D) The effect of depleting Cep164 
or IFT88 upon contractility was investigated by staining RPE1 cells with an antibody to 
phospho-myosin (fire LUT). Depletion of Cep164 dramatically reduced the amount of 
phospho-myosin after 4 hours of serum starvation compared to control or IFT88 siRNA-
treated cells. 
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Supplementary Figures 
 
Figure S1. Short-interfering RNA sequences and confirmation of their efficacy. 
A) The sequences used in the candidate-based siRNA screen. B) Raw data of the results 
obtained from the siRNA screen that are presented in Figure 2A. C) Western blots 
demonstrating the efficacy of the Cep164 and IFT88 siRNAs. Lamin A/C or GAPDH 
antibodies were used as loading controls for the blots. D) Confocal imaging of RPE1 cells 
expressing EGFP-centrin1 (red) and stained with an antibody to α-tubulin (green) 
revealed that the centrosome was at the basal surface of the cell prior to serum 
starvation and moved to the apical surface between 2 to 4 hours after the removal of 
serum.  
 
Figure S2 Recruitment of cytoskeletal regulators to the apical surface and dynein-
interacting proteins to the centrosome. 
A) Averaging of pERM fluorescence intensity in RPE1 cells cultured either in the 
presence or absence of serum demonstrated that pERM levels increased dramatically 
after serum starvation. B) Measurement of p150 fluorescence intensity at the 
centrosome in RPE1 EGFP-centrin1 cells showed that there was an increase in the 
amount of p150 at the centrosome (results of 2 independent experiments, n=100 cells 
per condition). This occurred after 4 hours of serum starvation, suggesting that it was 
downstream BB migration in the primary ciliogenesis pathway. C) The recruitment of 
NuMA to the apical surface of RPE1 cells after serum removal was monitored over time 
by measuring NuMA fluorescence intensity (results of 2 independent experiments, 
n=100 cells per condition). NuMA levels increased significantly 4 hours after serum 
removal and followed similar kinetics as p150. D) Images of RPE1 cells expressing EGFP-
centrin1 (green), cultured in the presence or absence of serum, stained with antibodies 
to p150 (grey) and NuMA (red).  
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3. Conclusions générales 
 
Ce travail a permis de mettre en évidence : 
- Figure 1 : la migration du corps basal jusqu’à la membrane apicale a lieu entre 1h et 4h après 
retrait de sérum pour une majorité des cellules. La moitié des cellules sont ciliées après 8h de 
sevrage indiquant que la phase d’élongation du cil prend place après le transport du corps basal 
à la membrane. 
- Figure 2 : un crible basé sur l’ARN interférence a permis d’identifier des gènes - déjà connus  
pour être des modulateurs positifs de la ciliogénèse (à l’exception de Emerine) – pour leur 
contribution dans le contrôle du mouvement du corps basal. Dans un premier temps, nous avons 
confirmé que leur inhibition de tous les gènes testés affecte la formation du cil (plus ou moins 
fortement selon les siARN testés et les gènes ciblés). De plus, l’inhibition de 10 gènes induit un 
défaut de migration du corps basal (plus ou moins fort selon les cas). Cep164 est l’un des 
candidats les plus intéressants pour notre étude. En effet sa déplétion entraine de façon cumulée 
une absence du cil primaire dans 95% des cellules et une inhibition très marquée du 
mouvement du corps basal. 
- Figure 3 : la migration du corps basal est associée à une réorganisation drastique du réseau de 
microtubules. Au moment même où le corps basal quitte la membrane basale, une densification 
du réseau de microtubules au niveau de cette membrane basale est observée. A l’inverse, celle-ci 
fait défaut lorsque le corps basal reste en position basse. Cet évènement a pu être constaté sur 
des cellules vivantes après transduction de MAP4 RFP (une protéine associée aux microtubules). 
Sur cellules fixées non transduites, la migration du corps basal en z est accompagnée d’une 
augmentation de l’intensité moyenne de la tubuline alpha ainsi que de EB1. Ces données 
suggèrent plusieurs hypothèses : un changement de dynamique des microtubules, une 
augmentation de nucléation, de nombre ou encore de longueur de microtubules émanant du 
corps basal. 
- Figure 4 : figure phare de notre étude : Les microtubules deviennent plus stables uniquement 
2h après le retrait de sérum comparativement aux cellules non sevrées. La stabilité des 
microtubules peut être due à un taux de catastrophes plus faible, rendant les microtubules plus 
longs. Une simulation numérique révèle que la diminution des taux de catastrophe  (donc une 
augmentation de la longueur des microtubules) serait la cause (ou une des causes) de la montée 
du corps basal à la surface dorsale. Les microtubules exerceraient ainsi une force de poussée sur 
le corps basal. 
- Figure S2 : des forces de traction pourraient intervenir (voir les quantification de NuMA et les 
images de p150glued), cependant, elles interviendraient plus tardivement, vers 4h après le retrait 
de sérum. 
- Figure 5 : le remodelage du réseau de microtubules est associé à une réorganisation du 
cytosquelette d’actine ainsi qu’à une brisure de symétrie dans l’organisation des deux réseaux. 
La contractilité des filaments d’actine induite par la myosine II phosphorylée augmente de façon 
croissante de 0h à 4h (échelle de temps observée). D’importants arcs transverses décorés de 
myosine II phosphorylée traversent la cellule. Ces deux réseaux de cytosquelette sont en 
constante interaction et dialogue continu comme le révèlent leur colocalisation en périphérie et 
l’effet de l’inhibition de la contractilité par la blebbistatine sur la stabilité des microtubules à 2h. 
- Figure 6 : L’inhibition de Cep164 induit un défaut à la fois de stabilité des microtubules et de 
contractilité des filaments d’actine. A l’inverse, les cellules déficientes en IFT88 (pas de défaut de 
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migration du corps basal) ne montrent pas de défaut de stabilité des microtubules ni de défaut 
de contractilité. Ces résultats témoigneraient du rôle de Cep164 dans l’organisation du 
cytosquelette. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 64 : Schéma résumant les observations et analyses tendant à démontrer le rôle de la 
stabilisation des microtubules et de la contractilité dans la migration du corps basal dans les 
premières heures de la ciliogénèse des RPE1. 
En vert : filaments d’actine 
En rouge : les microtubules (pour des soucis de clarté, je n’ai représenter que certains microtubules 
émanant du centrosome).  
Certaines conclusions comme l’augmentation de la nucléation ou ancrage des microtubules sont à 
confirmer avec des expériences supplémentaires. Les flèches noires indiquent les forces de poussée 
ou de traction sur le corps basal (MT=microtubule). 
 
 
4. Discussions et perspectives 
 
 Contrairement à la première publication parue dans Journal of Cell Biology, les 
expériences dans cette étude se sont révélées être beaucoup plus délicates, en terme de 
technique et en terme d’interprétation. Cela provient en grande partie du fait que dans cette 
étude, nous nous sommes intéressés à des évènements dynamiques sur un temps court (0-4h 
après sevrage). Cela implique donc des réponses cellulaires variables, associées à des 
changements de réponses phénotypiques, certes reproductibles mais subtiles. En effet, les 
cellules pouvant être dans toutes les phases du cycle cellulaire, l’effet de la privation de sérum 
sur l’arrêt de cycle n’avait donc pas le même effet selon si la cellule était déjà en G1 ou si la 
cellule était en phase S avant le sevrage. Une synchronisation des cellules avec la thymidine 
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aurait été nécessaire afin que les cellules s’engagent toutes dans l’arrêt de cycle au même 
moment de leur cycle et de limiter ainsi la variabilité cellulaire. Cependant, aux vues du nombre 
important d’expériences à réaliser, des contraintes horaires et de l’augmentation de la durée de 
l’expérience de 20h, nous avons fait le choix de travailler avec les RPE1 non synchronisées,  
 
 
A. Migration du corps basal et réorganisation du réseau de microtubules  
 
 L’implication du réseau de microtubules dans le mouvement du corps basal vers la 
membrane apicale a représenté une grande partie de mon travail. L’aspect novateur de ces 
recherches nous a incité à explorer les causes et les conséquences de ce remodelage lors des 
premières phases de la ciliogénèse, encore peu décrites à ce jour. 
 
Le « pilier » de microtubules 
L’important remodelage du réseau de microtubules concomitant avec la montée des 
centrioles lors des premières heures de la ciliogénèse a été observé fortuitement. Cette 
expérience a été à l’origine de toutes les recherches menées sur le réseau de microtubules. Elle 
fait suite au marquage des microtubules grâce à la transduction de MAP4-RFP (une protéine 
associée aux microtubules) des cellules RPE1 surexprimant la centrine-GFP. Des acquisitions 
d’images des cellules seules confinées sur des petits disques ont été effectuées toutes les 20 min 
après la privation de sérum. Une vue orthogonale de la cellule marquée (ou vue sur le côté) m’a 
permis de distinguer très nettement la présence d’une sorte de « pilier » ou de densification de 
microtubules autour des centrioles. Ce pilier apparaissait rapidement après le retrait de sérum 
et se formait depuis la surface basale et montait en direction de la surface apicale en même 
temps que les deux centrioles. Ce phénomène se produisait de façon systématique lorsque les 
centrioles se dirigeaient vers la membrane apicale. En revanche, ce pilier était absent lorsque les 
centrioles restaient en position basale. Par ailleurs, la présence de microtubules regroupés au 
niveau du plan z=0 de la cellule (au niveau de la membrane basale) atteste d’un remodelage des 
microtubules en XY également (Figure 3 A et B du papier). 
Suite à cette observation, nous nous sommes demandés si la formation du pilier n’était 
pas induite uniquement à cause de l’effet stabilisateur de MAP4 sur les microtubules. Cependant 
la disparition du pilier après que les centrioles aient atteints la membrane va à l’encontre de 
cette hypothèse de sur-stabilisation. Ce pilier n’a pas pu être observé dans les cellules non 
transduites par MAP4 et fixées avec de la paraformaldéhyde ou de la glutaraldéhyde. Afin de 
savoir si le défaut d’observation de pilier n’était pas dû, soit à l’étape de fixation des cellules, soit 
à l’absence de MAP4, les cellules ont été transduites avec MAP4 puis fixées. Dans ce cas, aucun 
pilier tel que j’avais pu le voir auparavant n’a pu être authentifié, indiquant que la fixation 
désassemble probablement ce pilier très instable. A partir de ce moment, nous n’avons plus 
parlé de pilier mais de densification du réseau de microtubules. 
 
Augmentation de EB1 et de tubuline gamma lors de la course du corps basal vers la 
membrane apicale 
Sur cellules fixées, une forte densité de l’intensité de la tubuline alpha (après marquage 
en immunofluorescence) lorsque le corps basal est en position intermédiaire ou en position 
haute dans la cellule (en z) était notable. A l’inverse, lorsque le corps basal est en position basale, 
aucune augmentation de la tubuline alpha n’était observée. La quantification de l’intensité 
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moyenne de la tubuline alpha a été effectuée sur des images provenant de projection maximale 
de l’ensemble des images (ou z-stacks) couvrant la cellule en z. Par ailleurs, la quantification a 
été réalisée dans une région limitée comprenant les centrioles. Elle révèle une corrélation 
directe entre l’intensité de la tubuline alpha avec la position en z du corps basal. En d’autres 
termes, plus le corps basal est en position haute dans la cellule, plus l’intensité moyenne de la 
tubuline alpha autour du corps basal augmente (Figure 3C). Il s’est avéré ensuite que l’intensité 
de EB1 suit également cette tendance (Figure 3E). Cependant l’intensité de la tubuline gamma 
reste globalement inchangée. A ce propos, Choi et collaborateurs montrent que la protéine 
CDK5RAP2 (une protéine du PCM et de surcroit un activateur du complexe gamma TuRC) 
stimule la nucléation des microtubules. Cela signifie que la nucléation des microtubules peut 
augmenter alors que le niveau de la tubuline gamma reste constant (Y. Choi et al. 2010). 
 
 
L’accumulation centrosomale de EB1 durant la course du corps basal peut être le témoin 
d’au moins deux évènements, (exposés dans l’introduction de cet article hypothèse 2 Figure 
60B):  
Eventualité A/ un nombre de microtubules accru au corps basal durant la course de ce 
dernier. 
Eventualité B/une diminution de phénomènes de catastrophes augmentant la stabilité 
des microtubules et donc augmentant la longueur des microtubules.  
 
Au cours de cette étude, j’ai donc mis des expériences en place afin confirmer ou 
d’infirmer ces deux éventualités 
Eventualité A : 
Pour ce faire, il fallait mesurer le taux de nucléation à différents temps, avant et pendant 
le déplacement du corps basal. Pour cela, le nombre comètes EB1 émanant du centrosome peut 
être quantifier grâce à l’utilisation d’un spinning disk sur les cellules confinées exprimant EB1-
GFP, après le retrait de sérum. Des acquisitions d’images ont été effectuées en z toutes les 30 
secondes pendant 3 minutes (visualisation de la vitesse des comètes) et ce, toutes les 20 minutes 
(afin de comparer tous les profils de la cinétique après sevrage). Malheureusement, nous nous 
sommes heurtés à des difficultés de visualisation des microtubules en 3D. En effet, lors de la 
migration du corps basal, de nombreuses comètes se dirigent dans le même plan que le 
centrosome (en 2D) mais la majorité de comètes se dirigent vers le bas et surtout vers le haut de 
la cellule, rendant délicate la détection des comètes et donc la quantification. Cette expérience 
n’a donc pas été fructueuse, même si l’on peut juger de la directionnalité privilégiée des comètes 
après sevrage qui est l’axe basal/apical. 
 
Toujours dans l’idée de tester l’éventualité A (à savoir si un nombre de microtubules 
était plus important au cours de la course du corps basal), je me suis demandée si la 
densification de la tubuline alpha n’était pas conséquence d’une augmentation du taux de 
nucléation ou de l’ancrage des microtubules au corps basal. 
Etant pour le moment dans l’impossibilité de déterminer si le nombre de comètes EB1 
provenant du corps basal est augmenté après le sevrage, je me suis intéressée à savoir si on 
pouvait déterminer un éventuel changement dans le taux de nucléation des microtubules au 
centrosome ou un ancrage plus important des microtubules. Une variation dans le taux de 
nucléation peut être révélée par un test de croissance de microtubules après complète 
dépolymérisation avec le nocodazole suivie d’une incubation des cellules sur un lit de glace (ou 
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« regrowth assay ») (expérience non représentée pour le moment dans le papier car en cours de 
confirmation). L’ajout de milieu chaud induit une croissance des microtubules émanant du 
centrosome. Les expériences effectuées ont montré que cinq minutes d’incubation à 37°C ne 
permet pas de distinguer de différences de longueur ni de nombre accru de microtubules entre 
les cellules seules confinées cultivées avec ou sans sérum (cinétique 0/2/3/4h). Ainsi 
l’augmentation de la tubuline alpha auparavant observée autour du centrosome n’est 
vraisemblablement pas la conséquence d’une augmentation de la nucléation des microtubules. Si 
le taux de nucléation semble rester constant, serait ce l’ancrage des microtubules au corps basal 
qui est augmenté lors de son mouvement vers la membrane apicale ? Le test de 
repolymérisation des microtubules a ainsi été effectué sur des temps plus longs (20 min et 40 
min après l’addition de milieu chaud). Ce test semble vérifier cette hypothèse. En effet, après un 
temps plus long de croissance de microtubules, l’intensité de la tubuline alpha est augmentée 
dans les cellules confinées et sevrées par rapport aux cellules confinées non sevrées. Ces 
résultats signifieraient que la migration du corps basal est associée à une augmentation de 
l’ancrage des microtubules au corps basal. L’effet de l’inhibition de Kif3A sur al migration du 
corps basal lors de notre crible conforte notre hypothèse car celle-ci a un rôle en association 
avec p150glued dans l’organisation des appendices subdistaux (Kodani et al. 2013). Il serait 
intéressant de caractériser la repolymérisation des microtubules lors d’un regrowth assay dans 
les siCTR versus siKif3A. Par ailleurs, l’inhibition de p150glued pourrait permettre d’apporter 
également un élément supplémentaire à notre postulat dans le cas où elle induit également un 
défaut de migration du corps basal.  
En conclusion de l’éventualité A, un nombre accru de microtubules pourrait être 
envisagé. Il pourrait provenir d’un ancrage plus élevé des microtubules au corps basal lors de la 
ciliogénèse et pourrait représenter une des causes du décentrage de ce dernier (Figure 60 B).  
 
Rôle de la vésicule ciliaire 
Nous sous sommes à ce moment là interrogés sur le rôle de la vésicule ciliaire laquelle 
s’associe à l’extrémité distale du centriole père lors des phases précoces de la ciliogénèse. En 
effet, à l’issue du mini crible, nous avons démontré que l’inhibition de CEP164 et de IFT20 induit 
un défaut de migration du corps basal. Par ailleurs, il a été rapporté que l’absence de ces deux 
protéines sont à l’origine d’un défaut d’association de la vésicule ciliaire avec le centriole père 
(Joo et al. 2013; Schmidt et al. 2012). Ces deux évènements sont-ils corrélés ? Dans quelle 
mesure la vésicule ciliaire pourrait-elle contribuer au transport du corps basal ? Hehnly et 
collaborateurs ont démontré que des vésicules positives pour Rab11 acheminent des 
nucléateurs (tubuline gamma) et autres composants comme EB1 au fuseau mitotique afin 
d’activer la polymérisation des microtubules astraux et générer un fuseau robuste (Hehnly & 
Doxsey 2014). On peut ainsi se demander si la présence de la vésicule ciliaire ne serait pas 
essentielle au transport du corps basal en favorisant l’apport de composants nécessaires à 
l’attachement des microtubules au corps basal (dans notre cas p150glued, KIF3A etc.) lors de la 
ciliogénèse. Malheureusement, la non-spécificité des anticorps que j’ai utilisés pour marquer la 
vésicule ciliaire ne m’a pas permis dans notre système de caractériser le moment précis où la 
vésicule interagit avec le centriole père. Celui-ci aurait permis de faire une éventuelle corrélation 
avec l’augmentation de la tubuline alpha au centrosome après le retrait de sérum. 
D’autre part, une éventuelle corrélation entre migration du corps basal et ancrage de la 
vésicule ciliaire au centriole père pourrait supposer que la vésicule ciliaire, en se liant aux 
microtubules via des kinésines pourrait être responsable du transport du corps basal. Un crible 
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utilisant des siARN ciblant des kinésines et autres moteurs moléculaires est envisagé afin de 
tester cette nouvelle hypothèse (hypothèse 3 de l’introduction de l’article). 
 
La stabilité des microtubules et la force de poussée 
  Toutes ces observations tendent donc à montrer que l’ancrage des microtubules au corps 
basal est stimulé après sevrage et pourrait être à l’origine du transport du corps basal vers la 
surface dorsale. Cependant, même si beaucoup d’éléments tendent à apporter des preuves à 
cette hypothèse, les quantifications  révèlent des variations subtiles entre les différentes 
conditions. Comme exposé dans la figure 60 B, outre un nombre élevé de microtubules, une 
augmentation de la longueur des microtubules contribuerait aussi au décentrage du corps basal 
(éventualité B). C’est pourquoi, l’étude de la stabilité des microtubules a été réalisée en 
mesurant la résistance des microtubules au froid à différents temps après retrait de sérum. 
L’augmentation de la stabilité 2h après le sevrage comparativement aux cellules non sevrées est 
très significative et reproductible. Cette augmentation de longueur peut s’expliquer par une 
diminution du phénomène de dépolymérisation des microtubules. La simulation numérique 
réalisée par Cytosim permet de confirmer cette hypothèse. Cette simulation effectuée par une 
étudiante en thèse, Gaëlle Letort, a fixé différents paramètres (rigidité des microtubules, vitesse 
de polymérisation, de dépolymérisation, taux de sauvetage, de catastrophe etc.). Elle montre 
qu’en faisant varier le taux de catastrophe, le décentrage (ou montée) du corps basal est plus 
efficace quand le taux de catastrophe diminue. 
De part la reproductibilité et la significativité statistiques des mesures expérimentales, 
c’est un résultat majeur et solide de notre étude. En effet jusqu’à présent, très peu de 
publications démontrent le rôle direct du réseau de microtubules sur la ciliogénèse. Rao et 
collaborateurs montrent que lors de l’induction de la ciliogénèse in vitro, l’activité de 
l’acétyltransférase αTAT1/MEC17 est augmentée, induisant un niveau d’acétylation des 
microtubules plus élevé. Ils suggèrent que l’acétylation contribue à la formation de l’axonème 
ciliaire et à l’augmentation de l’isoforme MYH10 de la myosine II, mais n’apportent pas 
d’élément quant à la conséquence de cette acétylation sur le comportement des microtubules à 
proprement parler (Rao et al. 2014). Or, nos expériences révèlent que le niveau d’acétylation 
augmente à 2h, c’est à dire au moment où le corps basal quitte la membrane basale pour se 
diriger vers la membrane apicale. Se produisant très tôt, l’acétylation joue ici un rôle autre que 
l’élongation du cil, puisque ce dernier se forme plus tardivement, après 8/12h de sevrage. 
Des questions subsistent : Quelles sont les causes de cette augmentation de stabilité ? Le 
sevrage peut être un des éléments mis en cause, d’autant que le phénomène de stabilité est 
présent uniquement au temps 2h, et ce dans la majorité des cellules. D’après Rao et 
collaborateurs, l’activité de αTAT1/MEC17 est stimulée par le retrait de sérum (Rao et al. 2014). 
Un changement de dynamique du cytosquelette d’actine, une activation de RhoA, des 
changements dans les adhésions cellule/matrice extracellulaire peuvent également être à 
l’origine du phénomène de stabilité observé. L’inhibition de αTAT1/MEC17 serait une 
expérience à réaliser dans notre étude. En effet, elle permettrait d’observer si la diminution 
d’acétylation de la tubuline contribue à la migration du corps basal. Le cas échant, cela 
soulignerait l’importance de la stabilité des microtubules dans le décentrage du centrosome. 
Dans le même ordre d’idée, Cep70 est impliquée dans la stabilité des microtubules en régulant 
l’acétylation de la tubuline (Shi et al. 2015). Elle serait également un bon candidat pour vérifier 
qu’une perte d’acétylation de la tubuline en réponse à l’inhibition de Cep70 empêche la montée 
du corps basal. Il serait également envisageable de déterminer si la résistance au froid des 
microtubules est diminuée en réponse à l’inhibition de Cep70. 
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B. Les forces de traction exercées sur le corps basal 
 
Comme exposé en introduction, les forces de tractions exercées par la dynéine localisée à 
la membrane apicale sont prédominantes dans de nombreux processus biologiques comme la 
migration, la division et la formation de la synapse immunologique. Il semblait donc essentiel de 
déterminer si ces forces pouvaient également être mises en jeu lors de migration du corps basal. 
Pour ce faire, j’ai testé des anticorps ciblant les protéines NuMA et p150glued, deux acteurs dans 
les forces de traction. La quantification de l’intensité moyenne de NuMA de la cellule entière 
suite aux projections maximales en z, et ce, à différents temps après le sevrage a permis de 
révéler une abondance accrue de cette protéine après 4h de retrait de sérum (Figure S2 C). De 
plus, des images réalisées au confocal révèlent que NuMA se localise plus spécifiquement à la 
membrane apicale (Figure S2 D). La quantification de NuMA spécifiquement au niveau de la 
membrane dorsale aurait été plus adaptée dans ce cas, mais les acquisitions d’images en vue de 
réaliser une quantification n’ayant pas été effectuées avec un microscope confocal, cela n’a pas 
été possible. Concernant p150glued, elle se trouve localisée à la fois à la membrane dorsale et au 
centrosome. Je n’ai ainsi quantifié que l’intensité moyenne de ce marquage au centrosome 
(Figure S2 B). De même que pour NuMA, il faudrait effectuer une série d’acquisitions d’images 
avec un confocal pour obtenir des images adaptées pour une quantification de l’intensité de 
fluorescence de cette protéine à la membrane. 
Quant à l’ezrine, sa forme phosphorylée augmente dès 2h après le retrait de sérum 
(Figure S2 A). Si l’on compare l’intensité moyenne après la projection en z des séries d’images 
issues de cellules sevrées et non sevrées, on peut observer une différence d’intensité nette à 
partir de 8h seulement. Ce temps correspond au moment où les cellules commencent à former 
un cil primaire. La révélation de l’existence d’un remodelage de l’actine corticale lors de la 
ciliogénèse indique que la présence de l’ezrine phosphorylée à la membrane apicale peut être 
nécessaire, non pas au transport du corps basal, mais plus spécifiquement au processus 
d’ancrage et de positionnement du corps basal à la membrane. Il aurait été intéressant de tester 
d’autres marqueurs de polarité comme gp135/podocalyxine afin d’étudier leur localisation 
après le retrait de sérum. 
L’ensemble de ces données révèle qu’il existe probablement des forces de traction. 
Cependant, elles surviennent plus tardivement que les forces de poussée. Elles pourraient alors 
compléter les forces de poussée afin de placer correctement le corps basal à la membrane 
apicale juste avant le processus d’élongation du cil.  
L’inhibition de la dynéine suite à l’addition de la ciliobrévine D au moment du retrait de 
sérum inhibe le transport du corps basal. Ce résultat peut témoigner d’un effet inhibiteur de la 
force de traction. Il peut être aussi la conséquence d’une distance qui se trouve augmentée entre 
le noyau et le centrosome. Cet événement auparavant démontré pour jouer un rôle négatif dans 
le mouvement du corps basal pourrait expliquer le défaut de migration plutôt qu’un défaut de 
force de traction (Dawe et al. 2009). Ce point reste à élucider (non montré dans le papier). Il 
serait peut être envisageable d’inhiber p150glued qui est certainement plus spécifique de la force 
de traction. 
 
C. Migration du corps basal et réorganisation du cytosquelette d’actine 
 
Il a été rapporté que la migration du corps basal requiert une activation de RhoA, mais 
aussi de MYH10, une isoforme de la myosine II (Eguether et al. 2014; Chevalier et al. 2015; Hong 
et al. 2015). La cinétique de phosphorylation de MLC2 (Myosin Light Chain 2) en 
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immunofluorescence (0h/2h/4h) montre une contractilité des filaments d’actine croissante au 
cours du temps après le retrait de sérum Figure 5B). Elle est à son apogée à 4h (dernier point de 
la cinétique) et se révèle être bien supérieure à celle des cellules cultivées en milieu 
supplémenté en sérum (données non montrées).  
Quel est le rôle de cette contractilité ? Dans un premier temps, j’ai pu constater la 
présence d’arcs transverses décorés de myosine II phosphorylée traversant de toute part la 
cellule peu après le retrait de sérum (Figure 5B). Ces arcs transverses semblent briser la 
symétrie initiale de la cellule et pousser le noyau en périphérie. Pourquoi le noyau est-il 
décentré ? Le décentrage du noyau pourrait-il également contribuer au mouvement du corps 
basal ? Mais dans quelle mesure ? En se décalant, le noyau pourrait laisser plus de place au 
centrosome afin qu’il puisse se mouvoir. Rien n’est sûr… Une autre hypothèse envisagée serait 
que la compression du noyau exercée par les filaments d’actine change la morphologie du noyau 
et l’étire vers le haut ou même le fasse « rouler ». Le corps basal connecté au noyau, pourrait 
ainsi être transporté vers le haut de la cellule. Les mesures de la hauteur du noyau au cours du 
temps ont indiqué une élévation du noyau en z (données non montrées). En revanche, les 
mesures de sa position en xy se sont révélées délicates étant donné le fait que les mesures ont 
été réalisées à partir de projections en z. Pour palier aux variations de morphologie atténuées ou 
masquées par la projection en z, il faudrait réaliser des mesures en 3D et caractériser 
précisément sa position au cours du temps.  
En revanche, il est clair que la contractilité influe sur la migration du corps basal. Son 
rôle est démontré suite au traitement des cellules avec la blebbistatine (inhibiteur de la myosine 
II). Il a pour effet d’empêcher le la migration du corps basal. Cependant, le noyau reste en 
position décentrée indiquant que ce paramètre n’est pas essentiel à une migration du corps 
basal effective.  
D’autre part, la contractilité pourrait stimuler le flux rétrograde d’actine. En se liant à ces 
filaments d’actine se mouvant vers le haut de la cellule, le corps basal pourrait être transporté 
comme dans un ascenseur. Cependant, aucune augmentation du flux rétrograde significative a 
été mesurée au cours du temps suite à la privation de sérum, rejetant ainsi cette hypothèse. 
Enfin, la contractilité pourrait contribuer à l’organisation de la membrane apicale et à la 
localisation de protéines de polarité. Dans l’embryon de C. elegans, ce phénomène permet 
l’établissement d’une polarité antéro-postérieure en ségrégeant les protéines PAR aux différents 
pôles (Munro et al. 2004). Dans notre étude, NuMA et p150glued se situent au niveau de la 
membrane dorsale à partir de 4h et la forme phosphorylée de l’ezrine à 8h, au moment où la 
contractilité est très forte (Figure S2). Par ailleurs, j’ai pu constater que la blebbistatine diminue 
l’intensité de fluorescence de NuMA et de la forme phosphorylée de l’ezrine dans les cellules 
privées de sérum suggérant le rôle de la contractilité dans la construction du pôle apical 
(données non montrées). Cependant les différences sont peu statistiquement significatives, cette 
hypothèse est fragile et manque de données supplémentaires. 
 
D. Dialogue entre le cytosquelette d’actine et le réseau de microtubules 
 
De façon surprenante, une co-localisation entre les microtubules et les filaments d’actine 
a été observée de façon claire, spécialement en périphérie cellulaire suite au retrait de sérum 
(Figure 5A). C’est une région peu volumineuse car excluant le noyau. Par ailleurs, la résistance 
au froid des microtubules 2h après la privation de sérum est diminuée en réponse à l’addition de 
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blebbistatine (Figure 5D). Et à l’inverse, nous avons constaté que la ciliobrévine D affecte 
l’organisation du cytosquelette d’actine. 
Est ce la contractilité des filaments d’actine qui impose l’organisation des microtubules 
ou le réseau de microtubule qui régule la disposition des filaments d’actine ? Les travaux de  
Brangwynne tendent à montrer que la première supposition pourrait être vraie, même si pour le 
moment, il est difficile de trancher. En effet, l’effet de courbure des microtubules en périphérie 
cellulaire est induite par des forces de compression exercée principalement par la contractilité 
des filaments d’actine (Brangwynne 2006). Par ailleurs, les forces de compression induite par la 
myosine II sont responsables du regroupement des microtubules en fagot (« microtubule 
bundling ») dans les cônes de croissance neuronaux (Burnette et al. 2008). Les deux hypothèses 
pourraient aussi se révéler être justes. 
De façon intéressante, la contractilité (forte à 4h) survient après l’acétylation de la 
tubuline qui a lieu à 2h. Ces résultats se trouvent être en accord avec ceux de l’étude de Rao 
montrant l’implication de αTAT1/MEC17 dans l’activation de MYH10. 
A ce jour, nous ne pouvons pas déterminer le rôle de la contractilité. Toutes les 
hypothèses envisagées ont été infirmées.  
 
E. Effet de la privation de sérum  
 
 Dans notre étude, la ciliogénèse est induite par le retrait de sérum. Cette dernière est 
connue pour induire différents processus essentiels au déclenchement du processus 
ciliogénique. En effet, il stimule αTAT1/MEC17, les facteurs de transcription YAP/TAZ, le 
miR129 (Rao et al. 2014; Hong et al. 2015; Cao et al. 2012). En activant le miR129, le sevrage 
diminue par conséquent l’expression de CP110 et empêche la formation du réseau branché (Cao 
et al. 2012). Le retrait de sérum représente un processus non physiologique. C’est pourquoi, il 
serait intéressant de tester l’engagement des cellules dans la ciliogénèse sans l’aide du retrait de 
sérum. Les cellules souches mésenchymateuses, capables de développer un cil primaire dans ces 
conditions représenteraient dans ce cas un bon modèle. 
 
F. Le crible ARN interférence 
 
 La réalisation du crible, même si les résultats se résument en une seule figure a durée la 
moitié de la thèse. Il avait pour objectif de cribler des modulateurs positifs de la ciliogénèse et de 
caractériser ceux qui contribuent à la migration du corps basal (nom de gènes Figure 63 et 
protocole Figure 64). A l’exception de KLC1, tous les gènes ont été ciblés avec deux séquences de 
siARN différentes. A l’issue de ce crible, nous avons pu constater que tous les siARN testés ont 
provoqué une réduction du nombre de cellules ciliées, de façon plus ou moins forte. Une mesure 
manque à ce crible, elle concerne la quantification de la taille du cil. En effet, j’ai pu remarquer 
que dans les cellules déficientes en PARD3, les cils apparaissaient très courts, appelés dans la 
littérature « pro-cilia » et aussi observés dans les MDCK (Sfakianos et al. 2007). Concernant la 
péricentrine, la transfection des siARN affecte seulement la migration du corps basal. La fonction 
de cette protéine a été rapportée comme complexe aux vues des multiples variants de cette 
protéine jouant des rôles fonctionnels distincts (Mühlhans & Gießl 2012).  
Nous avons identifié 10 gènes impliqués dans la migration du corps basal. Deux d’entre 
eux sont des confirmations de données déjà publiées, ils concernent la meckeline et la nesprine 
2G (Dawe et al. 2009; Adams et al. 2011). Nous avons choisi d’approfondir le rôle de Cep164 et 
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d’étudier l’effet de son inhibition sur le remodelage du cytosquelette. De façon surprenante, la 
déplétion de CEP164 compromet à la fois la contractilité des filaments d’actine et la stabilité des 
microtubules contrairement à celle d’IFT88, impliquée seulement dans la phase d’élongation du 
cil (Figure 6). Les mécanismes d’action restent à être caractérisés. De nombreux composants 
ciliaires ont été rapportés pour posséder des fonctions dites extra-ciliaires. Par exemple, la 
déplétion de CEP164, associée au développement de néphropathie, induit un processus 
apoptotique, des dommages à l’ADN ainsi qu’une transition épithéliale mésenchymateuse (Slaats 
et al. 2014). Une diminution du nombre ou de la maturation des adhésions focales est 
envisageable dans ce cas, pouvant peut être expliquer une perturbation du cytosquelette. Par 
ailleurs, d’autres protéines ciliaires agissent sur le cytosquelette. Kif3a joue un rôle clé dans la 
dynamique et l’orientation des microtubules. En effet, elle a la capacité de se lier aux 
microtubules situés au front avant des MDCK en cours de migration (Boehlke et al. 2013). Un 
autre exemple concerne la meckeline qui, en interagissant avec une protéine du cytosquelette 
d’actine, la filamine A, favorise le positionnement du corps basal lors de la ciliogénèse (Adams et 
al. 2011). La caractérisation du rôle de Cep164 sur le remodelage du cytosquelette nécessite de 
nombreuses investigations. Il serait également intéressant de tester la stabilité et la contractilité 
après la transfection de siARN ciblant des autres gènes contribuant au mouvement du corps 
basal. 
Lors du crible, un gène encore inconnu dans son rôle dans la ciliogénèse a été identifié : 
le gène codant la protéine émerine. Comme exposé en introduction, cette protéine appartient au 
complexe LINC et permet de maintenir une distance noyau/centrosome optimale. Par ailleurs, 
elle possède un domaine extranucléaire interagissant directement avec le réseau de 
microtubules cytoplasmiques. A l’instar de la nesprine 2G, l’émerine contribue au processus 
ciliogénique. Il serait intéressant de tester d’autres composants du complexe LINC comme les 
protéines SUN, la lamine A afin de caractériser leur implication dans l’étape de migration du 
corps basal. 
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 La formation du cil primaire est l’aboutissement d’une succession d’étapes 
cytoplasmiques hautement contrôlées et régulées. L’étape concernant la migration du corps 
basal à la membrane apicale reste encore mal comprise. A travers ces deux études, l’implication 
du cytosquelette d’actine et de microtubules ainsi que certains composants ciliaires ont été mis 
en lumière dans les cellules RPE1. Le transport du corps basal au cortex nécessite la contractilité 
des filaments d’actine ainsi qu’une stabilité des microtubules. Néanmoins, il est clair que ces 
deux évènements doivent être modérés et contrôlés. En effet, une élévation trop importante de 
la contractilité et/ou de l’acétylation des microtubules a pu être observée après 24h de sevrage 
sur des cellules fortement étalées. Ces évènements sont associés à un défaut de migration du 
corps basal. 
Le rôle exact de l’actine reste encore à déterminer. Il a été rapporté qu’un réseau d’actine 
spécifique à la surface apicale est nécessaire à l’ancrage du corps basal à la membrane apicale. 
Différentes protéines modulatrices de l’architecture du cytosquelette d’actine contribuent 
positivement ou négativement à la ciliogénèse. En modifiant l’architecture du cytosquelette 
d’actine, elles peuvent favoriser ou empêcher le mouvement du corps basal. Il semblerait que le 
réseau branché interfère négativement avec la ciliogénèse et qu’à l’inverse la dissociation des 
filaments d’actine favorise la formation du cil primaire. Quels sont les médiateurs liant ces deux 
processus : structure d’actine/migration ? De nombreuses questions restent encore non 
élucidées…  
L’implication du réseau de microtubules dans le décentrage du centrosome est 
prépondérante dans d’autres processus biologiques comme la migration, la division ou encore la 
formation de la synapse immunologique. Son rôle lors de la ciliogénèse n’avait pas encore été 
décrit. Dans ce contexte, les microtubules, en augmentant leur stabilité, exercent 
vraisemblablement une force de poussée, entrainant le corps basal vers le haut de la cellule. Les 
microtubules semblent également attirer le corps basal à la membrane apicale via des forces de 
traction. Mais celles-ci prendraient part au processus plus tardivement que les forces de 
poussée. 
Les deux éléments du cytosquelette sont en interaction physique et fonctionnelle. Une 
désorganisation de l’un impacte l’autre et vice versa. Comment ces deux réseaux communiquent-
ils lors de la ciliogénèse ? Lors de notre première étude, nous avons révélé le rôle négatif d’une 
forte contractilité sur la migration du corps basal. Suite à la découverte du rôle crucial de la 
stabilité des microtubules lors des phases précoces de la ciliogénèse, il est opportun de se 
demander si le défaut de migration présent dans les cellules étalées ne serait pas provoqué 
également par une absence de stabilité des microtubules.  
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ACF7 : (ATP dependent chromatin assembly and remodelling factor 7 
actine F : actine filamenteuse 
ADN : acide désoxyribonucléique 
APC : anaphase promoting complex 
aPKC : atypical protein kinase C 
ARN : acide ribonucléique 
ARNm : acide ribonucléique messager 
BBS : Bardet-Biedl syndrome 
C. elegans : Caenorhabditis elegans 
Cc2d2a : coiled coil and C2 domain-containing 2A 
CCDC41 : Coiled coil domain containing 41 
DAV : distal appendages vesicles 
CDK2 : cyclin-dependant kinase 2 
Cdk1 : cyclin-dependant kinase 1 
CEP : centrosomal protein 
CLASPs : cytoplasmic linker protein-associated proteins 
C2CD3 : C2 calcium-dependent domain containing 3 
DZIP1 : DAZ-interacting zinc finger protein 1 
Protéine EB : end-binding protein 
ERK7 : Extracellular signal Regulated Kinase 
ERM : Ezrine Radixine Moésine 
FAK : focal adhesion kinase  
FBF1 : Fas (TNFRSF6) binding factor 1 
FGF : Fibroblast Growth Factor 
FoxJ1 : Forkhead box J1)  
HDAC6 : histone deacetylase 6 
HEF1 : Enhancer of Filamentation 1 
HeLa : lignée provenant de Mme Henrietta Lacks (cancer cervical) 
HNF1β : hepatocyte nuclear factor 1β 
hTERT-RPE1 : human retinal pigmented epithelial cells 
GPCRs : récepteurs couplés aux protéines G  
Hh : Hedgehog  
IFT : Intra Flagellar Transport 
ILK : integrin linked kinase 
iMDC3 : inner medullary collecting duct cell line 
JBTS : Joubert syndrome 
KASH : Klarsicht/ANC-1/Syne homology 
Kif3a : Kinesin family member 3 
LCA : Leber congenital amaurosis 
LINC : linker of the nucleoskeleton and cytoskeleton 
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LGN : leucine-Glycine-asparagine repeat protein 
LPA : acide lysophosphatidique  
MAPs : microtubule-associated proteins  
MARK4 : microtubule associated protein affinity regulating kinase 4 
Mchr1 : melanin concentrating hormone receptor 1 
MDCK : madin-darby canine kidney 
MEFs : mouse embryonnic fibroblasts 
MKS : Meckel syndrome 
miRNA : micro ARN 
MRCK : Myotonic related Cdc42-binding kinase 
Nde1 : nuclear distribution gene E homologue 1 
Nesprine : Nuclear Envelope Spectrin repeat proteins 
NIMA : Never-In-Mitosis A 
nM : nano molaire 
NK : natural killer 
NOTO : Notochord homeobox 
NPHP : nephronophtisis 
NuMA : nuclear mitotic apparatus protein 
OFD1 : oral-facial-digital syndrome 1 
ODF2 : outer dense fiber 2 ou cenexin 
OFD : orofaciodigital syndrome 
Orpk : Oak Ridge Polycystic Kidney 
PAR : partitioning defective 
Patched1 : Ptch1 
PCM : Peri Centriolar Material 1 
PKD2 : polycystic kidney 2 
PKHD1 : polycystic kidney and hepatic disease 1 
PC1 : polycystines 1 
PC2 : polycystines  
PCM : pericentriolar matrix 
PCP : Planar Cell Polarity 
PDGF : Platelet Derived Growth Factor 
PtdIns(4,5)P2 : phosphotidylinositol 4,5-biphosphate  
PPC : pericentrosomal preciliary compartment 
Ptk : male rat kangaroo kidney epithelial cells 
RFX : regulatory factor X 
SCLT1 : Sodium channel and clathrin linker 1 
Sstr3 : somatostatin receptor type 3 
siARN : small interfering RNA 
SLS : Senior Loken syndrome 
Smo : Smoothened  
SNAP29 : Synaptosomal-associated protein 29 
SUN : Sad1-UNC84 
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TAN lines : transmembrane actin-associated nuclear 
TCR : T cell receptor 
TIPS : microtubules plus-end tracking proteins 
TRAPII : transport protein particle II 
ttbk2 : Tau tubulin kinase 2 
TULP3 : Tubby like protein 3 
TuRC : Tubulin ring complex 
 
 
 216
  
 217
  
 218
Résumé 
Le cil primaire, véritable organite sensoriel cellulaire est présent à la surface de la plupart des cellules de mammifères en 
quiescence. Truffé de récepteurs à sa membrane, le cil capte les signaux mécaniques et chimiques, jouant ainsi un rôle clé dans de 
nombreux processus développementaux et physiologiques. Un défaut de structure et/ou de fonction du cil est à l’origine de 
cancérogénèse et de pathologies humaines appelées ciliopathies.   
Le cil primaire est ancré à la membrane plasmique grâce au corps basal, structure dérivée du centriole père et connectée 
aux trois réseaux du cytosquelette. La formation du cil primaire nécessite une succession d’étapes cytoplasmiques hautement 
régulées. Elle débute par la maturation du centriole père en corps basal. Cette étape nécessite le recrutement de protéines 
spécifiques au centriole père permettant l’association avec une vésicule ciliaire à l’extrémité distale du centriole père. Ce complexe 
migre et vient s’ancrer à la membrane apicale déclenchant la nucléation de microtubules pour la formation de la partie externe du cil, 
ou axonème. En parallèle, la ciliogénèse nécessite un remodelage important du cytosquelette d’actine ainsi qu’un trafic de vésicules 
orienté vers la base du cil. Si la plupart des étapes sont bien caractérisées, celle concernant la migration du corps basal ainsi que la 
contribution du cytosquelette reste mal comprise. 
Afin de mieux appréhender les mécanismes impliqués dans la migration du corps basal lors de la ciliogénèse, nous avons 
développé un système expérimental basé sur l’utilisation de micro-patrons adhésifs recouverts de fibronectine. Cette technologie 
comporte de nombreux avantages. Elle permet le contrôle de l’étalement de la cellule inhérent à la surface imposée par la matrice 
extracellulaire régulant ainsi l’organisation du cytosquelette ainsi que le positionnement des organelles subcellulaires. Par ailleurs, le 
volume cellulaire induit par le confinement spatial facilite l’observation de la position du centrosome en z au cours du temps, 
indispensable pour l’étude de chaque étape de la ciliogénèse cytoplasmique. 
Dans un premier temps, nous avons démontré que la forme et l’architecture du cytosquelette d’actine qui en dépend sont 
des régulateurs majeurs du processus ciliogénique. Les cellules confinées spatialement et sevrées 24h sur des petits disques 
développent un réseau branché au niveau de leur surface apicale nécessaire à la croissance du cil primaire. A l’inverse, les cellules 
étalées sur des grands disques sont beaucoup plus contractées. Elles développent d’importantes fibres de stress sur leur surface 
ventrale. Le centrosome reste sous le noyau et le niveau de contraction empêche l’assemblage du cil. Le niveau de contractilité 
module donc la formation du réseau d’actine apicale qui contrôle en retour le mouvement du corps basal et l’élongation du cil. 
Dans un deuxième temps, nous avons étudié la dynamique du cytosquelette d’actine et de microtubules durant l’étape de 
migration du corps basal c’est à dire juste après la privation de sérum. Nos résultats indiquent que la migration nécessite une 
augmentation transitoire de la stabilité des microtubules concomitante avec une augmentation de la contractilité des filaments 
d’actine. Un crible basé sur l’ARN interférence nous a permis d’identifier des gènes impliqués dans le processus de migration dont 
CEP164, contribuant à l’ancrage du centriole père à la vésicule ciliaire. Les cellules déficientes en CEP164 montrent un défaut de 
réorganisation du cytosquelette expliquant l’inhibition du transport du corps basal vers la membrane apicale. 
L’ensemble des résultats nous permet d’avancer dans la compréhension des conditions requises pour le mouvement du 
corps basal vers la membrane apicale. Celui-ci nécessite à la fois un remodelage significatif du cytosquelette en constant dialogue 
ainsi qu’une interaction avec certains composants ciliaires nécessaires à la formation du cil primaire.  
 
 
 
Abstract 
The  primary  cilium  is  a  sensory  organelle  present  on  the  surface  of  most quiescent cells.  It possesses numerous 
receptors on its surface and is responsible for transducing biochemical  and mechanical  signals  to  the  interior  of  the  cell and  
playsimportant  roles during  development  and in homeostasis. Defects  in primary  cilium assembly  are  the  underlying  cause  of  a  
group  of  pleiotropic  diseases  referred  to  as ciliopathies. 
The primary cilium is anchored to the plasma membrane through the basal body which is derived from the mother 
centriole and is connected to three networks of the cytoskeleton. Primary cilium formation is a highly regulated and multi-step 
process that begins with the maturation of the centriole mother into basal body in the cytoplasm of the cell. One of the first steps of 
primary cilium assembly is the recruitment of specific proteins to the mother centriole to initiate the formation of a ciliary vesicle at 
the distal end of the mother centriole. Once formed, the mother centriole migrates to and is anchored to the apical membrane, 
triggering the elongation of microtubules from the distal end of the mother centriole to form the outer part of primary cilium, or 
axoneme. In order for this to occur, significant remodeling of the actin cytoskeleton and directe-trafficking of vesicles to the base of 
the cilium is required. While much progress has been made in characterizing the initial steps of primary ciliogenesis, how the basal 
body migrates to the plasma membrane is not fully understood.  
To gain a better understanding of the mechanisms involved in the migration of basal body during ciliogenesis, we 
developed an experimental system based on the use of adhesive micro-patterns coated with fibronectin. This technology has many 
advantages. It enables the control of the cell spreading which is imposed by the size of the adhesive area and, in turn, the regulation 
of cytoskeletal organization and the positioning of subcellular organelles. Furthermore, this technique enables the cell volume 
induced by the spatial confinement, to be controlled, facilitating the observation and measurement of the centrosome’s position in z 
throughout the primary ciliogenesis process.  
First, we demonstrated that the shape and architecture of the actin cytoskeleton are major regulators of primary 
ciliogenesis. Cells spatially confined and starved for 24h on small discoidal micropattern develop an apical web like actin network 
necessary for the primary cilium growth. In contrast, cells plated on large discs are much more contracted and they develop 
significant stress fibers on their ventral surface. In this situation, the centrosome remains below the nucleus and the level of 
contraction prevents the assembly of a primary cilium. The level of contractility therefore modulates the formation of apical actin 
network that in turn controls the movement of the basal body and the cilium elongation. 
Secondly, we studied actin cytoskeleton and microtubule reorganization during the basal body migration step that 
occured just after serum starvation. Our results indicate that migration requires a transient increase in the stability of microtubules, 
concomitant with an increase in contractility of actin filaments. By RNA interference screening, we have identified genes involved in 
the migration process including CEP164, which has previously been shown to participate in the anchoring of the ciliary vesicle to the 
mother centriole. CEP164-deficient cells were found to have defects in cytoskeletal reorganization thereby explaining why basal 
body transport to the plasma membrane was blocked in these cells. 
Altogether, these results enable our understanding of how basal body movement to the apical membrane is driven. This 
requires both significant remodeling and crosstalk between the actin and microtubule cytoskeleton and interaction with ciliary 
components necessary for the formation of a primary cilium. 
 
